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AECs= Amniotic Epithelial Cells (Cellule Epiteliali Amniotiche) 
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AMSCs=Amniotic Mesenchymal Stem Cells (Cellule Staminali Mesenchimali da 
membrana amniotica) 
ANOVA= Analisi di Varianza 
APC= Antigen-Presenting Cell (Antigene cellulare)  
APGAR= Appearence (Colore delle mucose), Pulse (Frequenza Cardiaca), Grimace 
(Presenza dei riflessi), Activity (Tono Muscolare), Respiration (Frequenza Respiratoria). 
ASCs = Adult Stem Cells (Cellule Staminali Adulte) 
BMMSCs= Bone Marrow Mesenchymal Stem Cells (Cellule staminali mesenchimali da 
midollo osseo) 
CD= Cluster of Differentiation molecule (Molecole di differanziazione cellular) 
CD= Cell Doubling (numero di duplicazioni cellulari) 
CMSCs= Chorion Mesenchymal Stem Cells (Cellule staminali mesenchimali da corion) 
CT= Colture Time (tempo di coltura cellulare) 
DMEM= Dulbecco’s Modified Essential Medium (Medium Essenziale Modificato 
secondo Dulbecco) 
DT= Doubling Time (tempo di duplicazione cellulare) 
EDTA= EthyleneDiaminoTetracetic Acid (Acido EtilenDiaminoTetracetico) 
EGCs= Embryo Germinal Cells (Cellule Germinali Embrionali)  
ESCs= Embryo Stem Cells (Cellule Staminali Embrionali) 
FACS= Fluorescece-Activated Cell Sorting (separazione cellule attivate con fluorescenza) 
FBS = Fetal Bovine Serum (siero fetale bovino) 




g=Gravity (accelerazione di gravità) 
GFP=Green Fluorescent Protein (Proteine Fluorescenti Verdi) 
GVHD= Graft Versus Host Desease (Malattia del trapianto contro l’ospite) 
HLA= Human Leukocyte Antigen (antigene leucocitario umano) 
HSCs= Hempoietic Stem Cells (Cellule Staminali Emopoietiche) 
hTGF-β1= human Transforming Growth Factor β1 (Fattore di crescita trasformante 
umano) 
ICM=Inner Cell Mass (Massa Cellulare Interna) 
ITS = Insulina-Transferrina-Selenio 
LA=Liquido Amniotico 
MSCs= Mesenchymal Stem Cells (Cellule Staminali Mesenchimali) 
Nf = numero finale di cellule 
 
Ni = numero iniziale di cellule 
Oct-4= Octamer-4 
PBMSCs= Peripheral Blood Mesenchymal Stem Cells (Cellule staminali mesenchimali 
isolate da sangue periferico) 
PBS = Phosphate Buffered Solution (Soluzione salina tamponata) 
PCR = Polymerase Chain Reaction (reazione a catena della polimerasi) 
PRP=Platelet Reached Plasma (Plasma arricchito con piastrine) 
Rpm= Rotazioni per minuto 
SSEA= Stage Specific Embryonic Antigen (antigene embrionale stadio-specifico) 
TCM199 = Tissue Culture Medium 199 (terreno per coltura tissutale 199) 





Nell’ultimo decennio la ricerca sulle cellule staminali è divenuta un’area di grande 
interesse data la potenziale applicazione in medicina rigenerativa. La possibilità di riparare 
organi danneggiati o di creare in vitro tessuti da trapiantare è oggi ormai una realtà. La 
cura della salute degli animali domestici, come cavallo, cane e gatto, e i relativi prodotti 
utilizzati per preservarne la salute e la longevità, hanno un forte impatto economico in tutto 
il mondo. In particolare l’industria equina frutta ogni anno 300 bilioni  di dollari in tutto il 
mondo (Grahaman 2003). Nonostante gli ingenti incassi, ogni anno vengono spesi nel 
mondo circa 6.5 bilioni di dollari a seguito di traumi e malattie di questi animali (Graham 
2003). Oltre il 5% dei cavalli da corsa va incontro a lesioni tendinee e legamentose durante 
la propria carriera sportiva e solo il 25-50% di questi può essere nuovamente utilizzato 
dopo tali danni (Perkins 2005). Anche animali da compagnia come cani e gatti hanno un 
grosso impatto economico, e ancor più affettivo. Per questi motivi la medicina rigenerativa 
sta suscitando un sempre maggiore interesse anche in ambito veterinario, in particolare 
perché, rispetto alle metodiche tradizionali, garantirebbe un minor periodo di ricovero e 
una maggior possibilità di recupero, portando a benefici maggiori sia per l’animale che per 
l’economia (Tayfur Tecirlioglu 2007). Patologie croniche, neoplasie e lesioni sono spesso 
di grave entità negli animali da compagnia ed in particolare in soggetti anziani, i cui 
proprietari sempre più spesso richiedono nuovi e più sofisticati trattamenti e strategie di 
prevenzione. Tali patologie, così come patologie ereditarie o spontanee trovano riscontro 
anche nell’uomo: per esempio sono circa 95 le patologie genetiche nell’equino, 220 nel 
cane e 137 nel gatto che hanno un’elevata analogia con patologie genetiche umane (Online 
Mendelian Inheritance in Animals 2007). Gli animali domestici, sono quindi modelli 
eccellenti per lo studio e l’applicazione della medicina rigenerativa alla prevenzione e cura 
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di patologie umane, molto più di quanto non lo sia il topo, utilizzato fino ad ora. In 
particolare il cane può essere preso quale modello nello studio di patologie cardiache (Vela 
et al 2009) o spinali (Hiyama et al 2008); il gatto invece può essere utilizzato per lo studio 
di patologie virali o ereditarie (Martin et al., 2002) mentre il cavallo è il miglior modello per 
patologie muscolo-scheletriche, quali osteoartriti che si verificano spesso sia nella specie 
equina che umana (Frisbie e McIlwraith 2000; Koch e Betts 2007).  
Le fonti di cellule staminali più utilizzate fino a questo momento, in queste specie, 
sono rappresentate dal tessuto adiposo e dal midollo osseo. Entrambe, però, presentano 
diversi inconvenienti che potrebbero essere superati recuperando cellule staminali dai 
così detti “tessuti di scarto”, ovvero quelli che non comportano un prelievo dall’animale 
in vivo, evitando in tal modo procedure invasive sugli animali.  
In questo studio sono stati messi a punto protocolli di isolamento di cellule 
staminali mesenchimali da midollo osseo, tessuto adiposo, da sangue cordonale, gelatina 
di Wharton e liquido amniotico nella specie equina. Nella specie felina è invece stato 
messo a punto un protocollo di isolamento di cellule staminali mesenchimali da liquidi ed 
invogli fetali. Per tutte le linee cellulari studiate si è provveduto a verificarne la capacità 
differenziativa in senso osteogenico, condrogenico e adipogenico e si è provveduto alla 
caratterizzazione molecolare. Le cellule isolate da midollo osseo e tessuto adiposo sono 
state utilizzate per il trattamento di lesioni tendine in cavalli sportivi, mentre le cellule 
isolate da liquido amniotico di cavallo sono state impiegate per il trattamento di piaghe 










1. LE CELLULE STAMINALI 
 
1.1 Definizione e classificazione  
Il termine di cellula staminale fu coniato per la prima volta nel diciannovesimo 
secolo da Edmund Beecher Wilson che utilizzò tale termine quale sinonimo di cellula 
germinale primordiale mitoticamente quiescente (Wilson 1896). Nel 2000, Gehron e 
Robey e Watt et al definirono le cellule staminali quali cellule immature o non 
differenziate clonogeniche, ovvero in grado di produrre identiche cellule figlie. 
L’autorinnovamento di queste cellule può perpetuarsi infinitamente oppure per un 
periodo di tempo limitato (Weissman 2000), risultando in una notevole amplificazione 
del numero di cellule staminali. Caratteristica peculiare della cellula staminale è la 
divisione ineguale, che consiste nella formazione di cellule figlie, di cui una sarà cellula 
staminale e una, progredendo nel processo di sviluppo, sarà precursore e perderà 
progressivamente la capacità di proliferare (Cedar et al 2007). Questa cellula può 
moltiplicarsi e differenziarsi in fenotipi cellulari che a loro volta danno origine ad una 
progenie con diminuito potenziale differenziativo, fino alla formazione di cellule 
differenziate mature (Baksh et al 2004: Ryan et al 2005; Weissman 2000).  
In cima alla piramide delle cellule staminali ci sono lo zigote e i discendenti delle 
prime tre divisioni cellulari. Queste cellule sono così dette totipotenti, perché in grado di 
formare un intero individuo e i trofoblasti della placenta (Alison et al 2002; Fortier 2005; 
Lee e Hui 2006). Dopo circa quattro giorni, allo stadio embrionale di otto cellule, i 
singoli blastomeri riducono il proprio potenziale differenziativo, iniziano a formare la 
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blastocisti caratterizzata da un accumulo di cellule chiamato embrioblasto o inner cell 
mass (ICM), cellule da cui si sviluppa l’embrione. Le cellule dell’embrioblasto sono 
considerate cellule pluripotenti, ovvero cellule in grado di dare origine a quasi tutte le 
linee cellulari dei tre foglietti germinali, ma che non possono formare un embrione in toto 
poiché non sono in grado di dare origine a placenta e tessuti di supporto (Conley et al 
2004).  
Molti tessuti adulti hanno invece al loro interno cellule staminali multipotenti, 
ovvero cellule in grado di produrre un numero limitato di linee cellulari, appropriate alla 
loro collocazione (Lee e Hui 2006). Alla base della piramide si trovano invece le cellule 
staminali unipotenti, cellule in grado di generare solo una specifica linea cellulare e la 





1.2  Staminalità e caratteristiche fondamentali di una cellula staminale 
La definizione di cellula staminale e staminalità è in costante evoluzione; le 
principali caratteristiche di una cellula staminale possono però essere così riassunte: 
Fig.1.:Classificazione delle cellule staminali in base al loro potenziale differenziativo 
(Gianaroli et al 2009) 
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1. Le cellule staminali sono cellule in grado di auto-mantenersi dando origine, 
ad ogni divisione cellulare, ad una cellula staminale e un precursore cellulare (Cedar et al 
2007) (Fig.2). Come riportato precedentemente, sono cellule clonogeniche e in grado di 
andare incontro a differenziazione in una o più linee cellulari (plasticità); 
2. Le cellule staminali si trovano in microambienti, nicchie (niches), che, 
attraverso la presenza di citochine e fattori di trascrizioni, interazioni cellula-cellula e 
cellula-matrice ne impediscono l’eccessiva proliferazione e la trasformazione in cellule 
cancerogene. Grazie ai microambienti viene inoltre controllata la produzione di cellule 
progenitrici e stimolata la riparazione tissutale quando necessaria (Moore e Lemischka 
2006) (Fig.2). Al momento si presume che la niche staminale sia presente in diversi tessuti 
tra cui il midollo osseo, cervello, fegato, epidermide, muscolo scheletrico, tratto 
gastrointestinale, pancreas, occhi, sangue e polpa dentale, mentre sembrano essere assenti 
nel tessuto cardiaco (Hipp et al 2008); 
3. Le cellule staminali costituiscono una minima percentuale delle cellule di un 
organismo. Per esempio Bjerknes e Cheng (1999) dimostrarono che nel piccolo intestino di 
topo sono 4-5 le cellule staminali presenti in un anello vicino alla base della cripta. Allo 
stesso modo, nel muscolo scheletrico sono circa il 5%, mentre nel midollo osseo la 
percentuale è dello 0.001-0.01% sul totale di cellule mononucleate isolate mediante 
gradiente di Ficoll (Pittenger et al 1999; Martin et al 2002); 
4. Le cellule staminali hanno un ciclo cellulare lento, ma sono altamente 







La staminalità può essere determinata tramite differenziazione in vitro, 
determinazione di antigeni di superficie, determinazione dell’espressione genica e proteica. 
 
1.2.1 Determinazione mediante differenziazione 
La possibilità differenziativa delle cellule staminali è stata ampiamente studiata in 
vitro e la maggior parte degli Autori considera dimostrata la staminalità di una linea 
cellulare qualora vada incontro alla differenziazione in almeno tre differenti tipi cellulari: 
osteociti, condrociti e adipociti. 
La differenziazione in senso osteogenico viene stimolata dall’aggiunta al medium di 
coltura 0.1 µM di desametazone, 50 µM di acido ascorbico (Mizuno e Hyakusoku, 2003). 




 L’avvenuta differenziazione può essere dimostrata mediante quantificazione 
dell’espressione del gene Runx2, gene che regola l’osteogenesi, oppure istologicamente 
può essere valutato l’incremento della attività della fosfatasi alcalina o l’aumentato 
deposito di sali di calcio mediante colorazione di Von Kossa o Alizarin Red (Pittinger et al 
1999). Alla base della prima colorazione vi è una reazione di sostituzione. Le cellule 
vengono trattate con una soluzione di nitrato d’ argento; l’argento cationico presente in 
soluzione si sostituisce al calcio nel sale originario formando un sale d’ argento che viene 
evidenziato riducendo l’ argento ione ad argento metallico. La reazione è la seguente:  
CaCO3 + AgNO3 = Ag2CO3 + Ca(NO3)2 
Ag2CO3 + 2H+ = 2Ag + H2O + CO2 
I sali di calcio in grado di reagire con il nitrato d’ argento sono: il carbonato, il 
fosfato, l’ ossalato, il solfato, l’ urato, il cloruro, il solfocianuro. Poichè il calcio è presente 
nei tessuti dei mammiferi essenzialmente sotto forma di calcio carbonato e fosfato il 
metodo è da considerarsi idoneo a rilevarne la presenza anche in cellule staminali 
sottoposte a differenziazione osteogenica. I depositi di calcio sono evidenziati dal colore 
nero. L’Alizarin Red, antrachinone derivato, forma con il calcio un complesso mediante 
processo di chelazione, dando una colorazione bi-rifrangente. Tale molecola però può 
andare incontro a reazione anche con magnesio, manganese, bario, stronzio e ferro, 
presenti però solitamente in concentrazioni insufficienti per creare artefatti.  
La differenziazione in senso condrogenico viene solitamente effettuata in pellet, con 
medium addizionato con 6.25 µg/ml di insulina, 50 nM di acido ascorbico, 0.1 µM di 
desametazone, 10 ng/ml hTGF-β1 e 1% FBS (Mizuno e Hyakusoku, 2003). L’avvenuta 
differenziazione può essere valutata mediante determinazione dell’espressione del gene 
SOX9 oppure mediante istologia con colorazione Alcian Blu o Safranin O (Chang et al 
2006). L’ Alcian blue, gruppo di coloranti basici polivalenti, in soluzione di acido acetico 
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al 3% (pH 2,5), colora sia i mucopolisaccaridi acidi solfati che carbossilati 
(glicosamminoglicani) e le sialomucine solfate e carbossilate (glicoproteine); 
probabilmente forma legami salini con il gruppo acido dei mucopolisaccaridi acidi. Il 
colore blu è dovuto alla presenza di rame nella molecola. La colorazione con Safranin O, 
invece, colora da arancione a rosso mucine e glicosaminoglicani. 
La differenziazione adipocitica viene invece indotta mediante aggiunta al medium di 
coltura di siero di coniglio al 15%, 1 µM di desametazone, 0.5 mM di isobutil-
metilxantina, 10 mM di insulina, 0.2 mM di indometacina, (Mizuno e Hyakusoku 2003; 
Koch et al 2007). Per determinare l’effettiva differenziazione in senso adipogenico delle 
cellule può essere utilizzata la determinazione del gene PPARγ, oppure può essere 
impiegata la colorazione Oil Red O che, basandosi sulla maggiore solubilità del colorante 




1.2.2 Determinazione mediante antigeni di superficie 
Tutte le cellule di un organismo sono caratterizzate dalla presenza sulla loro 
superficie di proteine specializzate, dette recettori, in grado di legare o aderire ad altre 
molecole di segnale. Esistono numerosi recettori differenti per struttura e per i tipi di 




molecole a cui si vanno a legare. Solitamente le cellule utilizzano tali proteine di superficie 
per comunicare con altre cellule adiacenti ed esplicare le loro proprie funzioni 
nell’organismo. Gli stessi recettori di superficie sono presenti sulle cellule staminali; tali 
recettori sono stati denominati in base alle molecole con cui entrano in legame e sono 
spesso utilizzati per indicare uno specifico tipo di cellula staminale (Jackson et al 2001). 
Da diversi anni è stato sviluppato un metodo di determinazione di tali recettori che 
prevede il legame di questi con molecole fluorescenti qualora vengano attivate da un 
raggio laser. Oggi i ricercatori hanno a disposizione numerosi markers che emettono luci 
differenti per colore ed intensità. Una delle metodiche maggiormente impiegate per la 
lettura di tali emissioni prevede l’impiego di un citofluorimetro ed è detta Fluorescece-
Activated Cell Sorting (FACS) (Bonner et al 1972; Herzenberg e De Rosa 2000) (Fig.4). I 
ricercatori utilizzano spesso tale metodica per separare le cellule staminali da un pool di 
cellule e per confermarne la staminalità. Ad oggi sono pochi i markers disponibili per 
cellule di origine animale perciò nella maggior parte dei casi vengono impiegati markers 







Una seconda metodica invece consiste nel visualizzare l’emissione di luce 
fluorescente al microscopio. Tale tecnica è utilizzata soprattutto per identificare la presenza 
di cellule staminali all’interno dei tessuti e prevede la preparazione di una sottile porzione 
di tessuto e la marcatura delle cellule con markers fluorescenti che una volta attivati da 




Fig.4: Descrizione della metodica Fluorescence-Activated Cell Sorting (FACS). 




1.2.3 Determinazione mediante espressione genica e proteica 
Tecniche genetiche e biologiche vengono ampiamente utilizzate per studiare come 
una cellula all’interno dell’organismo si specializzi. Per questo i ricercatori hanno 
identificato geni e fattori di trascrizione (proteine che si trovano all’interno della cellula e 
regolano l’attività genica) che sono specifici delle cellule staminali. La tecnica 
maggiormente impiegata è la reazione di polimerizzazione a catena (Polymerase chain 
reaction, PCR); grazie a questa è possibile determinare la presenza di uno specifico gene 
che è attivo e gioca un importante ruolo nel guidare la differenziazione cellulare. Negli 
ultimi anni anche in medicina veterinaria questa tecnica di determinazione della staminalità 
sta assumendo sempre maggiore importanza (Taylor et al 2007). 
Recentemente i ricercatori hanno applicato all’ingegneria genetica l’utilizzo della 
fluorescenza, inserendo all’interno di cellule staminali geni chiamati proteine fluorescenti 
verdi (Green Fluorescent Protein) o GFP (Eiges et al 2001). Tali geni si attivano solo 
quando la cellula è indifferenziata, mentre si inattivano una volta verificatasi la 
differenziazione. Una volta attivati i geni indirizzano la cellula staminale verso la 
produzione di una proteina fluorescente di colore verde (Fig.5). L’importanza di questa 
metodica è dovuta al fatto che grazie ad essa è possibile verificare l’avvenuta 





   
1.3 Cellule staminali embrionali 
Le cellule staminali embrionali (ESCs) vengono isolate da embrioni allo stadio di 
blastocisti (Martin GR 1981; Thomson 1998); in particolare è l’embrioblasto ad essere 
ricco di cellule staminali, mentre il trofoblasto che lo circonda è in grado di portare alla 
formazione dei soli annessi embrionali. Cellule staminali embrionali sono anche state 
isolate con successo dalle gonadi di feti di 5-10 settimane e sono state denominate cellule 
embrionali germinali (EGCs); con il progredire dello sviluppo tali cellule porteranno allo 
sviluppo di oociti e spermatozoi (Matsui et al 1992). Le ESCs e EGCs sono cellule 
pluripotenti in grado di generare in vivo e in vitro tutte le linee cellulari fetali ed adulte 
(Wiles e Johansson 1999) (Fig.6). 
 







Le ESCs sono in grado di andare in contro in vitro fino a 300 duplicazioni, mentre le 
EGCs possono proliferare solo per 80 duplicazioni (Thomson et al 1998). Tale differenza 
sembra essere imputabile ad alti livelli dell’attività telomerasica che persiste nelle ESCs 
(Odorico et al 2001). I telomeri sono regioni non codificanti che costituiscono l’estremità 
dei cromosomi lineari eucarioti, contenenti una sequenza ripetuta centinaia di volte (es. nei 
mammiferi è AGGGT). L’enzima telomerasi ha la funzione di aggiungere sequenze di basi 
all’estremità dei cromosomi, impedendo così il loro progressivo accorciamento man mano 
che la cellula va in contro a divisione (Wright e Shay 2002). 
Fig.6: Origine e possibile sviluppo di cellule staminali embrionali. 






Negli animali la telomerasi è un enzima altamente regolato, la cui massima attività si 
registra appunto nelle prime fasi dello sviluppo e va poi scemando con la senescenza. 
Oltre che dalla dimostrazione della pluripotenzialità e capacità replicativa pressoché 
infinita, le cellule staminali embrionali sono state caratterizzate utilizzando specifici 








Fig.7: Telomeri. Modificato da http://stemcells.nih.gov 
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Nome del Marker Significato 
Fosfatasi alcalina L’elevata espressione di questo enzima è associata a cellule indifferenziate pluripotenti 
Cluster Designation-30 
(CD30) Recettore di superficie specifico di cellule staminali pluripotenti 
Cripto 
(TDGF-1) 
Gene che regola la produzione di fattori di crescita in ESCs, 
ectoderma primitivo e cardiomiociti 
GCTM-2 Anticorpo verso matrice extracellulare specifica 
 
Genesis 
Fattore di trascrizione espresso unicamente da ESCs 
pluripotenti 
 
Germ cell nuclear factor 









antigen-3 e 4 (SSEA-3; 
SSEA-4) 
Glicoproteine espresso dagli embrioni a stadi precoci e cellule 
pluripotenti 
Stem cell factor 
(SCF or c-Kit ligand) 
Proteina di membrane che migliora la proliferazione cellulare; 
lega il recettore c-Kit 
Telomerasi Enzima unicamente associato ad immortalità cellulare 
Trafalgar (TRA)-1-60 e 
1-81 Anticorpi verso matrice extracellulare specifica 
Nanog Fattore di trascrizione espresso unicamente da ESCs pluripotenti 
  
 
Le cellule staminali embrionali solitamente necessitano per la loro coltura in vitro di 
uno strato di fibroblasti così detto feeder layer, derivanti per lo più da embrioni di topo e 
γirradiati o chimicamente inattivati prima del loro utilizzo in modo tale che non possano 
replicare, ma possano produrre proteine e fattori di crescita non ancora ben determinati, 
fondamentali per mantenere le ESCs vive ed in uno stato indifferenziato quasi 
infinitamente (Wiles e Johansson 1999). In assenza di feeder layer, le cellule staminali 
embrionali spontaneamente formano aggregati detti corpi embrioidi che contengono cellule 
differenziate di ectoderma, endoderma e mesoderma (Wiles e Johansson 1999). 
Tab.1: Markers cellule staminali embrionali 
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Attualmente l’interesse dei ricercatori è rivolto alla messa a punto di sistemi di coltura che 
non richiedano l’utilizzo di fibroblasti di topo, i quali non solo richiedono dispendio 
energetico ed economico, ma comportano anche eventuali rischi infettivi. Una valida 
alternativa sembrano essere la placenta o substrati di collagene, laminina o fibronectina 
con vari terreni colturali (Miyamoto et al 2004; Amit et al 2004). In ogni caso la coltura 
viene prima intrapresa su feeder layer, poi le cellule vengono espanse in terreni di coltura 
senza fibroblasti. 
Le cellule staminali embrionali sono state fonti di notevole interesse clinico data la 
loro potenzialità replicativa e differenziativa che equivale alla disponibilità potenziale di 
tutti i tipi cellulari nelle quantità desiderate (Gianaroli L et al 2009). Tuttavia in medicina 
la loro applicazione è pressoché stata accantonata non solo a seguito delle ripercussioni 
etiche che accompagnano l’impiego di tali cellule, ma anche a seguito dei diversi svantaggi 
ad esse legati: 
• Impiego, come gold standard di coltura di fibroblasti animali e il 
conseguente rischio di contaminazioni con elementi non-umani; 
• Rischio di sviluppo di teratocitomi nel caso in cui la popolazione cellulare 
trapiantata non sia completamente priva di ESCs allo stato indifferenziato; 
• Instabilità epigenetica delle cellule differenziate in vitro; 
• Rischio di rigetto delle cellule trapiantate, potenzialmente risolvibile 
mediante trasferimento nucleare (Gianaroli et 2009). 
Mentre cellule staminali embrionali di topo e uomo sono state isolate fin dai primi 
anni ’80, negli animali domestici, come cavallo, bovino, cane e gatto i primi lavori di 
isolamento di tali cellule risalgono a circa 10 anni fa ed ancora oggi, nonostante 
l’aumentato interesse, risulta difficoltoso, a causa soprattutto delle difficoltà riscontrate 
nell’approvvigionamento di oociti, qualitativamente idonei per la produzione embrionale in 
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vitro, e di embrioni (Tecirlioglu et al 2007). Nella specie equina, Saito et al isolarono per 
primi nel 2002 cellule staminali embrionali dall’ICM di quattro ponies di razza Hokkaido. 
Le cellule vennero mantenute in vitro su feeder-layer di fibroblasti bovini per 56 passaggi e 
caratterizzate dimostrando la presenza di markers caratteristici delle ESCs di topo e uomo, 
come fosfatasi alcalina, Oct-4, SSEA. Nello stesso lavoro inoltre gli Autori differenziarono 
positivamente le cellule in linee ematopoietiche e endoteliali (Saito et al 2002). Altri lavori 
sono stati condotti successivamente su ESCs equine coltivate su fibroblasti murini 
mitoticamente inattivati, ed in particolare Li et al nel 2006 dimostrarono come tali cellule, 
a differenza di quelle umane, non vadano incontro alla formazione di teratocitomi una 
volta impiantate in vivo: caratteristica questa che le renderebbe particolarmente adatte per 
l’applicazione clinica se non esistesse l’attuale difficoltà di reperimento di oociti ed 
embrioni in questa specie (Li et al 2006). Nel cane ad oggi esistono solo 4 lavori in cui 
sono state isolate ESCs. Nel 2006 Hatoya et al riportarono l’isolamento di ESCs da 
blastocisti di cane che mostravano markers specifici quali Oct-4, SSEA e fosfatasi alcalina. 
Tali cellule inoltre si dimostrarono in grado di formare corpi embrioidi e di differenziare in 
linee neuronali, epiteliali e miocardiche (Hatoya et al 2006). Schneider et al nel 2007 ne 
dimostrarono invece la potenzialità differenziativa in linee ematopoietiche; inoltre mentre i 
primi Autori erano riusciti a coltivare le ESCs solo fino al passaggio 8, i secondi sono 
riusciti a mantenerle in coltura fino al passaggio 10-12 (Scheider et al 2007). Più 
recentemente, l’isolamento da numerose blastocisti canine di linee cellulari con 
caratteristiche di cellule staminali è stato riportato da un terzo gruppo (Hayes et al 2008). 
Una di queste linee è stata mantenuta in coltura fino al passaggio 34; tutte le linee 
esprimevano markers quali Oct-4, Nanog, telomerasi e sono andate incontro a 
differenziazione in vitro (Hayes et al 2008). Gli stessi Autori riportano inoltre come anche 
nel cane, così come già dimostrato nel cavallo, lo sviluppo di teratomi a seguito di 
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inoculazione in topi immunodepressi sia un’eventualità alquanto rara (Hayes et al 2008). 
Anche per la specie felina esistono ben pochi dati circa l’isolamento di ESCs. Per primi 
Serrano et al nel 2006 riportarono l’isolamento di tali cellule da blastocisti prodotte in 
vitro. Tali cellule risultarono positive per fosfatasi alcalina, Oct-4 e SSEA. Nello stesso 
anno anche Kehler et al (2006) isolarono ESCs sia da embrioni prodotti in vitro che in vivo 
dopo superovulazione. Di tali cellule non è però riportata né la caratterizzazione 
molecolare né la differenziazione in vitro. Più recentemente Yu et al (2007) hanno isolato 
cellule staminali da ICM di blastocisti feline prodotte in vivo, risultate positive per fosfatasi 
alcaline, Oct-4 e SSEA. Al contrario di cavallo e cane, in questa specie non esistono dati 
circa la clonogenicità e la potenzialità neoplastica delle cellule isolate. 
 
1.4 Cellule staminali adulte 
Le cellule staminali adulte (ASCs) sono cellule indifferenziate collocate in particolari 
“nicchie ambientali” presenti in diversi tessuti o organi il cui ruolo principale è quello di 
mantenere l’integrità di tessuti specifici, in particolare quello di tessuti con turnover 
cellulare molto elevato, quali pelle, midollo osseo, sangue, osso. Sono comunque presenti 
anche in quei tessuti solitamente considerati perenni come il tessuto nervoso (Tab.2), 
mentre sembrano essere assenti a livello cardiaco.  
A differenza delle ESCs, le cellule staminali adulte sono cellule considerate 
multipotenti o unipotenti. Per molti anni le cellule staminali ematopoietiche (HSCs), 
cellule tra le più studiate, sono state considerate plastiche per la loro capacità di mantenere 
l’equilibrio tra mantenimento del comparto staminale e produzione di un numero 
sufficiente di cellule progenitrici in grado di rispondere alla domanda di cellule ematiche 
necessarie per il mantenimento della normale omeostasi (Lemischka 2002; McCulloch 
2003). Studi più recenti su cellule staminali ematopoietiche o isolate da altri tessuti, hanno 
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portato ad un nuovo concetto di plasticità delle cellule staminali adulte, secondo cui tale 
termine si riferisce alla capacità di una data cellula staminale, isolata da uno specifico 
tessuto o organo, di acquisire il fenotipo di un’altra cellula di un tessuto o organo differente 
e, in alcuni casi, di dare origine a linee mesodermiche, ectodermiche, neurali ed 
endodermiche (Martin-Rendon e Watt 2003a) (Tab.2). Secondo diversi Autori (Martin-
Rendon e Watt 2003a,b; Wager e Weissman 2004) tale concetto può essere spiegato 
utilizzando 5 differenti vie, anche se in realtà i meccanismi che ne sono alla base non sono 
ancora del tutto chiariti. La prima via consiste nella transdifferenziazione, meccanismo 
attraverso il quale la cellula staminale potenzialmente potrebbe contribuire alla produzione 
di diverse linee cellulari. I primi a suggerirla sono stati Ferrari et al nel 1998 e Bjomson et 
al nel 1999: i primi sottolinearono come le cellule presenti nel midollo osseo e nel sangue 
periferico potessero contribuire alla riparazione di tessuti non ematopoietici, mentre i 
secondi dimostrarono che cellule staminali neurali potevano prendere parte al produzione 
di cellule ematiche. Questa conversione di linee cellulari si verificherebbe direttamente, 
grazie all’attivazione di un programma differenziativo silente che altera la specificità di 
linea delle cellule (Fig.8A). Tale conversione teoricamente potrebbe verificarsi anche 
attraverso dedifferenziazione di una cellula matura in una cellula progenitrice immatura, 
multipotente, seguita da una successiva redifferenziazione in altra linea cellulare (Fig.8B); 
questo meccanismo è stato evidenziato per la prima volta da Brockes e Kumar nel 2002, i 
quali dimostrarono come attraverso la dedifferenziazione gli anfibi sono ingrado di 
ricostruire arti amputati, coda, strutture oculari e cardiache. Per quanto riguarda però le 
cellule umane tale meccanismo non è ancora stato chiaramente e univocamente dimostrato 
e ad oggi non vi è alcuna dimostrazione in vivo (Wager e Weissman 2004). Altra 
possibilità è data dalla presenza, all’interno di tessuti come midollo osseo o muscolo 
periferico, di diversi tipi di cellule staminali o popolazioni di cellule progenitrici, incluse 
27 
 
cellule ematopoietiche e non, precursori endoteliali o muscolari, che possono quindi 
contribuire ad ognuna delle differenti linee cellulari (Fig.8C) (Wager e Weissman 2004). 
Ancora potrebbero essere presenti cellule staminali pluripotenti all’interno di tessuti quali 
quelli sopra menzionati (Fig.8D) (Wager e Weissman 2004). Infine la plasticità potrebbe 
essere spiegata attraverso il meccanismo di fusione cellulare (Fig.7E), meccanismo 
coinvolto in numerosi processi fisiologici che si verificano nei tessuti di un organismo 
(generazione di miofibre multinucleate; formazione di tessuto granulomatoso, reazioni a 








Fig.8: Plasticità delle cellule staminali. Ovali ed esagoni rossi/aroncioni/verdi=cellule 
tissutali; Ovali blu=cellule pluripotenti. (Wager e Weissman 2004). 
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Tab.2: Cellule staminali adulte e loro principale differenziazione 
 
A differenza delle cellule staminali embrionali, le cellule staminali adulte hanno un 
potenziale di replicazione finito, oltre il quale non riescono più a dividersi, ovvero 
raggiungono uno stadio di così detta senescenza replicativa (Pittinger et al 1999). Il 
potenziale replicativo delle cellule è infatti direttamente correlato alla attività telomerasica 
(Brook e Gardner 1997; Thomson et al 1998; Rosler et al 2004) che, come riportato 
precedentemente è una caratterista di cellule ai primi stadi di sviluppo embrionale (Wight e 
Shay 2002; Rubin 2002). 
 
Tipo Cellulare Collocazione Cellule o tessuti prodotti 
Cellule staminali 
Emopoietiche Midollo osseo, sangue periferico 




Midollo osseo, sangue periferico, 
tessuto adiposo, invogli e liquidi 
fetali 
Osso, Cartilagine, tessuto adiposo, tendini, 
muscolo, stroma midollare, cellule neurali 
Cellule staminali 
neurali Sistema Nervoso Centrale Neuroni, astrociti, oligodendrociti 
Cellule staminali 
epatiche 
Dentro o vicino ai dotti biliari 
terminali Epatociti e cellule dei dotti 
Cellule staminali 
pancreatiche Isole pancreatiche Cellule beta 
Cellule staminali del 
muscolo scheletrico Fibre muscolari Fibre muscolo scheletrico 
Cellule staminali della 
cute 
Strato basale dell’epidermide, bulbo 
follicolo pilifero Epidermide, follicolo pilifero 
Cellule staminali 
epiteliali del polmone Mucosa tracheale, bronchioli, alveoli 
Cellule mucose e ciliate, pneumociti di 
tipo I e II 
Cellule staminali 
dell’epitelio intestinale 
Cellule epiteliali collocate attorno 
alla base di ogni cripta 
Enterociti, cellule di Paneth, cellule 
mucose, cellule enteroendocrine dei villi 
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2. CELLULE STAMINALI MESENCHIMALI 
 
2.1 Generalità 
Le cellule staminali mesenchimali (MSCs) adulte vennero scoperte da 
Friedestenstein et al, nel 1966, che descrissero una popolazione di cellule, isolate dallo 
stroma di midollo osseo di topo, clonogeniche, aderenti alle piastre e  in grado di andare 
incontro in vitro a differenziazione in osso, tessuto adiposo e cartilagine. Negli anni 
successivi venne effettuato un intenso lavoro di ricerca su identificazione, isolamento e 
caratterizzazione di tali cellule che evidenziò come le cellule staminali mesenchimali 
risiedano all’interno non solo del midollo osseo ma anche della maggior parte dei tessuti 
connettivi di un organismo come sangue periferico (Zvaifler et al 2000), tessuto adiposo 
(Zuck et al 2001), osso trabecolare (Sottile et al 2002), derma (Chunmeng e Tianmin 
2004), membrana sinoviale (De Bari et al 2003), liquido sinoviale (Jones et al 2004), 
tendini (Salingcanboriboon et al 2003), muscolo scheletrico (Bosh et al 2000), così come 
nel sangue, fegato e midollo osseo fetali (Campagnoli et al 2001; In’t Anker et al 2003). 
Altre popolazioni di cellule staminali mesenchimali sono poi state isolate da sangue e 
matrice di cordone ombelicale (Erices et al 2000; Wang et al 2004), villi placentari (Igura 
et al 2004), liquido amniotico (Pieternella et al 2003). Si può quindi affermare che cellule 
staminali mesenchimali risiedono virtualmente in tutti gli organi e tessuti dopo la nascita. 
In ogni caso la relazione tra queste cellule e quelle isolate dallo stroma midollare non è 
ancore stata chiarita, e cellule MSC-simili possono essere isolate anche da tessuti 
patologici come dimostrato da Marinova-Mutafchieva et al (2000). Cellule staminali 
mesenchimali isolate da tessuti differenti mostrano caratteristiche fenotipiche simili, quali 
l’adesione al fondo della piastra di coltura e la propensione a proliferare e differenziare in 
risposta a esposizione a vari fattori di crescita; rimane però da chiarire se si tratta dalle 
medesime MSCs. In uno studio effettuato nel 2005 (Sakaguchi et al), vennero comparate 
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cellule isolate da midollo osseo, periostio, sinovia, muscolo scheletrico e tessuto adiposo: i 
risultati dimostrarono come le cellule isolate dalla sinovia avessero una maggiore capacità 
di differenziazione condrogenica, seguite da quelle isolate da midollo osseo e periostio 
(Sakaguchi et al 2005). In uno studio successivo, Sotiropoulou et al (2006) riportarono 
come la tecnica di isolamento, il medium e i substrati di coltura, la densità di coltura, i 
fattori di crescita, ma anche l’età del donatore e l’eventuale presenza di patologie possano 
influenzare l’espansione, la differenziazione e le proprietà immunogeniche di queste 
cellule. 
Tre diversi approcci sono stati descritti per l’isolamento di MSCs e possono essere 
impiegati separatamente o insieme per ottenere una coltura maggiormente omogenea. Il 
metodo di isolamento più tradizionale sfrutta la caratteristica delle MSCs di aderire alle 
plastiche, mentre le altre cellule galleggiano (Luria et al 1971): in questo modo quando il 
medium di coltura viene sostituito, le cellule contaminanti vengono eliminate, 
progressivamente l’eterogeneità della coltura si riduce e dopo un certo numero di passaggi 
restano solamente MSCs. Un altro protocollo di isolamento, utilizzato principalmente per 
midollo osseo e sangue, prevede la centrifugazione su gradiente di Percoll o Ficoll: in 
questo modo le cellule vengono separate in base alla loro densità e vengono così isolate 
cellule nucleate (Dazzi et al 2006). Entrambi questi metodi non sono però altamente 
specifici e per questo devono essere affiancati dalla separazione con FACS, basata sulla 
reattività delle cellule a specifici anticorpi fluorescenti. Gli anticorpi utilizzati per 
identificare le cellule staminali mesenchimali sono numerosi e talvolta differiscono tra i 
vari gruppi di lavoro rendendo difficoltoso il confronto tra i risultati ottenuti. Secondo 
quanto riportato dall’International Society for Cytotherapy, le cellule staminali 
mesenchimali sono definite tali qualora, oltre a crescere in colture aderenti alle piastre, 
esprimano markers Cluster Designation (CD) 105, CD73 e CD90 in percentuale superiore 
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al 95% , mentre esprimano i markers CD34, CD45, CD14 o CD11b, CD79a o CD19 in 
percentuale non superiore al 2% (Dominici et al 2006). 
Le MSCs sono poi solitamente coltivate in monostrato in medium di coltura 
composto da glucosio, amminoacidi, ioni (calcio, magnesio, potassio, sodio e fosfati), 
solitamente addizionato con 10% di siero fetale bovino, a 37°C in atmosfera umidificata al 
5% di CO2. Come accennato precedentemente, le cellule staminali mesenchimali, così 
come stabilito dall’International Society for Cytotherapy, sono in grado di andare incontro 
a differenziazione osteogenica, condrogenica ed adipogenica sia in vitro (Muraglia et al 
2000; Chen et al 2008) che in vivo (Aslan et al 2006), fattore che rimane l’unico reale 
criterio di distinzione di queste cellule, secondo quanto riportato da Halleux et al (2001). 
Anche se ancora esistono pareri discordanti, sembra che queste cellule siano in grado di 
andare incontro a trans-differenziazione e dare origine a cellule viscerali del mesoderma, 
neuro-ectoderma ed endoderma se sottoposte a specifiche condizioni sperimentali in vitro 







Fig.9: Origine e differenziazione di MSCs coltivate in vitro (Bajada et al 2008). 
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Data la loro capacità differenziativa, le MSCs sono diventate oggetto di diverse 
ricerche nell’ambito della terapia rigenerativa alla cui base risiede la possibilità di poter 
avere a disposizione una popolazione cellulare con un alto tasso di moltiplicazione ed in 
grado di differenziarsi nel senso del tessuto danneggiato. Nell’ultimo decennio sono 
infatti stati messi a punto i più svariati protocolli terapeutici con MSCs. Orlic et al. 
(2003) hanno mostrato come MSCs da midollo osseo possano generare cellule 
miocardiche mentre Stamm et al. (2003) hanno dimostrato come queste cellule possano 
essere utili per la riparazione di infarti miocardici. In tempi meno recenti, in campo 
ortopedico, MSCs da midollo osseo erano state impiegate nella riparazione di difetti ossei 
(Quarto et al 2001), difetti focali della cartilagine articolare (Ponticiello et al 2000) e 
difetti tendinei (Young te al 1998). 
Oltre a quanto riportato fino qui, caratteristica fondamentale delle MSCs è data dalla 
loro scarsa immunogenicità e della scarsa percentuale di soggetti con GVHD (Graft Versus 
Host Desease) malattia da trapianto contro l’ospite (Fig.10) a seguito di trapianti di cellule 




Fig.10: Graft Versus Host Disease (Trapani e Smyth 2002). 




- la risposta immunitaria dell’ospite; recenti studi hanno dimostrato come le MSCs 
siano in grado di sopprimere la reazione linfocitaria: Di Nicola et al. (2002) hanno 
evidenziato come la proliferazione di cellule T umane stimolate dalla presenza di linfociti 
irradiati e cellule dendritiche, venga sensibilmente depressa dalla presenza in co-coltura 
di MSCs. Inoltre, Le Blanc et al nel 2003 dimostrarono che le stesse MSCs sono prive 
delle proteine HLA (Human Leukocyte Antigen) di classe II anche una volta differenziate 
ed esprimono a bassi livelli proteine co-stimolatorie, evitando in questo modo di suscitare 
una reazione linfocitaria; 
- i meccanismi tramite cui le MSCs si dirigono verso la zona danneggiata; risultati 
sperimentali mostrano chiaramente che MSCs iniettate tramite infusione endovenosa 
sono in grado di migrare fino al sito danneggiato. Questa straordinaria capacità è stata 
dimostrata in casi di fratture ossee, di infarti miocardici (Shake et al. 2002), e di danni 
ischemici al cervello (Wang et al., 2002). Quando invece le MSCs sono iniettate 
localmente, come nel caso di una sospensione somministrata per via intra-articolare nel 
ginocchio a seguito di un trauma, si sono rivelate in grado di attaccarsi e riparare il 
menisco e la cartilagine nelle zone in cui queste strutture avevano subito i maggiori danni 
(Murphy et al. 1999). I meccanismi che guidano queste cellule verso il danno sono ancora 
da chiarire; Wang et al. hanno dimostrato come una chemiochina monocitaria espressa in 
un danno ischemico cerebrale sia in grado di richiamare le MSCs iniettate in prossimità 
del danno stesso (Wang et al., 2002). Gli stessi Autori hanno inoltre osservato che la 
suddetta chemiochina non era presente in cervelli sani, ma a seguito della lesione questa 
molecola veniva prontamente espressa in grandi quantità. Le cellule staminali potrebbero 
quindi essere inoculate in differenti siti: direttamente nel sito lesionato (Fig.11-1); con 




Fig.11: Diverse tecniche per la somministrazione terapeutica di staminali (Ka et al 2007). 
 
Rombouts e Ploemacher (2003), invece, hanno osservato come la capacità di 
migrazione cali notevolmente in funzione del tempo in cui le cellule sono rimaste in 
coltura. 
Una volta migrate nel sito danneggiato le cellule devono poi differenziare in un 
fenotipo appropriato per rigenerare il tessuto danneggiato. Ad oggi non si conoscono 
ancora i meccanismi alla base di questo fenomeno (Fig.12) e gli unici studi disponibili 





Fig.12:Possibili meccanismi secondo cui le staminali possono agire nel sito danneggiato: (a) le cellule 
sopravvivono nel tessuto del ricevente; (b) la presenza delle staminali stabilizza l’ambiente extracellulare; 
(c) stimolazione dell’angiogenesi; (d) induzione della mobilizzazione e dell’impianto di staminali 
residenti nel tessuto; (e) fusione delle cellule iniettate col miocardio dell’ospite. (Ka et al., 2007). 
 
 
2.2 Cellule staminali mesenchimali da tessuti adulti 
 
2.2.1 Midollo Osseo 
La presenza di cellule non ematopoietiche nel midollo osseo fu per la prima volta 
suggerito da un patologo tedesco, Cohneim, circa 130 anni fa; Cohneim ipotizzò che il 
midollo osseo potesse essere una risorsa di fibroblasti implicati nella riparazione di 
numerosi tessuti periferici (Schipani e Kronenberg 2009). Alla fine degli anni ’60 
Friedenstein et al (1966) dimostrarono come il midollo osseo di roditori contenesse cellule 
fibroblastoidi in grado di formare colonie se coltivate in vitro. Gli stessi Autori 
(Friedenstein et al 1974) dimostrarono come queste cellule una volta impiantate sotto cute 
fossero in grado di formare osso o ricostruire il microambiente ematopoietico. Nel 1980 
Castro-Malaspina et al isolarono le stesse cellule anche da midollo osseo di uomo. Nel 
1999 Pittenger et al dimostrarono inequivocabilmente la multipotenzialità di queste cellule, 
già denominate da Caplan et al Mesenchymal stem cells (1991). Gli studi successivi si 
focalizzarono principalmente sulle tecniche di isolamento e purificazione di queste cellule 
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da quelle ematopoietiche, dato che le MSCs, solitamente isolate dallo stroma midollare 
sono solo 0,01-0,0001% delle cellule midollari nucleate (Sakaguchi et al 2005; Dazzi et al 
2006), la cui restante parte è composta da HSCs (Fig.13) 
 
 
Secondo recenti studi, si può postulare che la presenza di diverse popolazioni 
cellulari all’interno del midollo osseo sia il risultato di una migrazione di cellule staminali 
durante l’ontogenesi e della presenza di un microambiente che le attrae nel midollo osseo. 
Infatti secondo quanto dimostrato da diversi Autori (Ratajczak et al. 2003; Kucia et al. 
2005), HSCs e non-HSCs sarebbero attratte da fattori chemiotattici secreti dalle cellule 
stromali del midollo osseo e da osteoblasti; in tal modo le cellule colonizzerebbero il 
midollo osseo alla fine del secondo o all’inizio del terzo trimestre di gestazione nell’uomo. 
Le cellule staminali non ematopoietiche presenti nel midollo osseo giocherebbero un ruolo 
fondamentale nell’omeostasi/turnover dei tessuti periferici e, qualora necessario verrebbero 
rilasciate in circolo dal midollo in caso di danno o stress tissutale, facilitando la 
Fig.13: Cellule staminali presenti nel midollo osseo (Ohishi e Schipani 2010) 
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rigenerazione dei tessuti danneggiati (Kucia et al. 2005). Il rilascio di MSCs dalla loro 
nicchia all’interno del midollo osseo in circolo è detta mobilitazione e i meccanismi 
molecolari che ne sono alla base sono ancora per molti aspetti sconosciuti (Fig.14). Una 
ipotesi è quella secondo cui le citochine o le chemiochine prodotte in condizioni 
patologiche vengano rilasciate e in circolo e stimolino le MSCs a lasciare il midollo osseo. 
Un fattore che sembra avere un ruolo cruciale nella mobilitazione di MSCs è lo Stromal 
cell-derived factor (SDF)-1, che interagisce con molecole sovra espresse durante fenomeni 
patologici (Zhang et al 2008); altri autori hanno invece recentemente dimostrato 
l’importanza della glicoproteina CD44 nella migrazione di MSCs verso un determinato 
organo piuttosto che un altro (Sackstein et al 2008). Lo studio di tali fenomeni risulta di 
fondamentale importanza per lo sviluppo di strategie terapeutiche basate sull’impiego di 





Fig.14: Mobilitazione di MSCs dal midollo osseo dopo danno tissutale (Li uet al 2009) 
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Di fondamentale importanza per l’applicazione terapeutica è anche la scoperta da 
parte di diversi Autori di un decremento nel numero di cellule staminali mesenchimali 
all’interno del midollo osseo lungo il corso della vita di un individuo, con una riduzione 
fino a 10 volte dalla nascita all’adolescenza e dall’adolescenza alla vecchiaia 
(Haynesworth et al 1994). Questo decremento è parallelo all’incrementare del periodo di 
guarigione delle fratture ossee. In contrapposizione invece le HSCs restano costanti nel 
corso della vita di un organismo (Caplan 2009). 
In medicina veterinaria, cellule staminali mesenchimali sono state isolate dal midollo 
osseo di diverse specie di animali domestici tra cui bovino (Bosnakovski et al 2004), 
pecora (Jessop et al 1994; Rhodes et al 2004; Zhang et al 2004; McCarty et al 2009), 
maiale (Ringe et al 2002; Vacanti et al 2005), cane (Kadiyala et al 1997; Kamishina et al 
2006; Csaki et al 2008), gatto (Martin et al 2002) e cavallo (Fortier et al 1998; Worster et 
al 2000). Bosnakovski et al (2004), riportano l’isolamento da midollo osseo di vitello di 
una popolazione di cellule omogenee, fibroblasto-simili che vanno incontro a 
differenziazione osteogenica, adipogenica e condrogenica; in quest’ultimo caso però, gli 
stessi Autori dimostrano come queste cellule vadano incontro a condrogenesi spontanea se 
coltivate in pellet in medium privo di siero, senza che sia necessaria l’aggiunta di fattori di 
crescita come TGFβ1, solitamente utilizzato per la differenziazione osteogenica nelle altre 
specie (Johnstone et al 1998). Nella specie ovina, i primi studi riguardanti l’isolamento di 
MSCs dal midollo osseo risalgono al 1994 (Jessop et al 1994); McCarty et al (2009), 
recentemente hanno poi dimostrato come l’incidenza, le  caratteristiche morfologiche e 
differenziative delle cellule isolate da midollo osseo di pecora siano simili a quelle delle 
BMMSCs umane. Gli stessi Autori sottolineano come d’altro lato siano alquanto scarse le 
conoscenze circa le caratteristiche molecolari superficiali di tali cellule nella specie ovina, 
dato anche il ridotto numero di anticorpi utilizzabili specifici per questa specie. Così come 
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le BMMSCs umane anche quelle bovine si sono rivelate essere positive per CD44, CD166 
e CD29, negative per CD31, CD45 e scarsamente positive per CD14 probabilmente a 
seguito di una contaminazione da parte di macrofagi (McCarty et al 2009). Altri anticorpi 
come CD105, CD146, CD90 specifici per l’uomo non danno cross-reazione con cellule 
ovine (McCarty et al 2009). Ringe et al nel 2002, isolarono per primi cellule con 
caratteristiche morfologiche e differenziative simili alle BMMSCs umane. Vacanti et al 
(2005) dimostrarono come anche per il suino, come per altre specie, la capacità 
proliferativa ed il numero di MSCs siano maggiori in campioni di midollo osseo prelevati 
da animali giovani. Entrambi gli Autori sottolineano le lacune ancora esistenti circa la 
caratterizzazione molecolare delle MSCs in questa specie (Ringe et al 2002; Vacanti et al 
2005). Nel cane la capacità osteogenica di cellule mesenchimali isolate da midollo osseo 
venne dimostrata per la prima volta nel 1997 da Kadiyala et al; gli stessi Autori 
evidenziarono però come, a differenza delle cellule mesenchimali isolate da midollo osseo 
umano, quelle isolate da midollo osseo di cane perdevano tale potenzialità già dopo il 
secondo passaggio in coltura e come non andassero incontro a formazione di noduli 
calcificati durante l’osteogenesi. Successivamente Csaki et al (2008) dimostrarono che 
MSCs isolate da midollo osseo di cane potevano andare incontro a differenziazione 
condrogenica ed adipogenica mentre Kamishina et al (2006) evidenziarono come queste 
cellule fossero negative per CD34 e CD45, mentre esprimano CD90 e CD105 così come le 
BMMSCs umane. Martin et al (2002) isolarono cellule con morfologia fibroblasto simile 
dallo stroma midollare di gatto anche se in numero inferiore rispetto ad altre specie. Le 
cellule isolate in questa specie si dimostrarono in grado di proliferare per un numero 
inferiore di passaggi, rispetto a quelle isolate in altre specie, ma presentarono profilo 
antigenico di superficie e potenzialità differenziativa simili a quelli delle cellule isolate 
nell’uomo e nei roditori (Martin et al 2002). Nella specie equina, infine, i primi ad isolare 
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dal midollo cellule mesenchimali con morfologia fibroblasto-simile e in grado di andare 
incontro a differenziazione condrogenica furono Fortier et al (1998) e Worster et al (2000). 
Recentemente, Vidal et al (2006) calcolarono un tasso di duplicazione cellulare di 1,4±0,22 
giorni per queste cellule, caratterizzate da una iniziale fase di riposo e successivo 
incremento del numero di duplicazioni, come per altre specie animali. A differenza però 
dell’uomo, in  cui il tempo di duplicazione è stato dimostrato essere maggiore nelle cellule 
di adulto rispetto al neonato (Montjovent et al 2004), Vidal et al (2006) non trovarono 
invece differenze tra puledri e cavalli adulti; secondo gli Autori questo potrebbe essere 
dovuto al numero di animali dei due gruppi, al sistema di coltura in vitro che ottimizza la 
crescita cellulare o all’effettiva mancanza di differenze, anche se ulteriori studi sono 
necessari per avvalorare tali tesi (Vidal et al 2006). Mentre nel cane il numero di MSCs 
isolate da midollo osseo è di 1 in 2,5 x 104 (Kadiyala et al 1997) e nel gatto di 1 in 3,8 x 
105 (Martin et al 2002), Vidal et al dimostrarono invece che nel cavallo il numero di cellule 
isolate è di circa 1 in 4,2 x 103, valore di gran lunga più vicino a quelli riportati in uomo e 
topo (Phinney et al 1999). Le differenze riscontrate potrebbero essere imputabili ai 
differenti metodi impiegati per l’analisi quantitativa, all’età dei donatori impiegati nei 
diversi studi o ad alcune caratteristiche intrinseche nelle varie specie. Come per altre specie 
animali anche per la specie equina gli studi relativi alla caratterizzazione molecolare delle 
MSCs sono alquanto scarsi dato l’esiguo numero in commercio di markers di superficie 
specifici per questa specie; Arnhold et al (2007) riportano come le cellule isolate da 
midollo osseo equino siano positive per CD90 e vadano incontro a differenziazione 






2.2.2 Tessuto Adiposo 
Il tessuto adiposo è un tessuto altamente complesso, consistente in una mescolanza di 
adipociti maturi, preadipociti, fibroblasti, cellule del muscolo vascolare, endoteliali, 
immunitarie e staminali (Weisberg et al 2003; Xu et al 2005; Caspar-Bauguil et al 2005). 
La frazione cellulare vascolare-stromale (Stromal Vascular cell Fraction: SVF) è oggi al 
centro di numerose ricerche data la ricchezza in cellule staminali mesenchimali (Zuck et al 
2002; Casteilla et al 2005; Katz et al 2005; Prunet-Marcassus et al 2006). Le MSCs da 
tessuto adiposo rappresentano una valida alternativa di cellule autologhe o eterologhe 
potendo essere ottenute rapidamente e in numero elevato mediante digestione enzimatica 
con collagenasi (Zuck et al 2001; Zuck et al 2003; Dicker et al 2005) e andando incontro a 
differenziazione osteogenica, condrogenica e adipogenica (Lee et al 2004).  Fattori 
come l’età del donatore, il tipo di tessuto, la localizzazione (tessuto adiposo sottocutaneo o 
viscerale), il tipo di procedura chirurgica utilizzato, le condizioni di coltura, l’esposizione 
alla plastica, la densità di coltura e la formulazione dei media possono influenzare sia il 
tasso di proliferazione che la capacità differenziativa di tali cellule 
Per quanto riguarda la procedura chirurgica impiegata e la localizzazione anatomica, 
queste non influenzano il numero totale di cellule ottenibili dalla SVF (Oedayrajsingh-
Varma et al 2006; Smith et al 2006); mentre nell’uomo i dati sono ancora piuttosto scarsi, 
nel topo è evidente come sia la composizione cellulare che la capacità differenziativa della 
SVF sia eterogenea (Prunett-Marcassus et al 2006). In ogni caso, dato che diverse 
localizzazioni anatomiche di tessuto adiposo hanno proprie caratteristiche metaboliche, 
attività lipolitica, composizione in acidi grassi e espressione genica, queste possono 
influenzare le caratteristiche a lungo termine del campione trapiantato. Per esempio nel 
coniglio è stato evidenziato come il potenziale osteogenico di MSCs isolate da grasso 
viscerale sia maggiore rispetto a quello di MSCs isolate da grasso sottocutaneo (Peptan et 
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al 2006). Probabilmente le cellule, anche una volta trasferite mantengono certe proprietà 
del sito di origine; ulteriori studi saranno necessari per dimostrare se differenti fonti 
anatomiche di MSCs (sottocute periferico, sottocute addominale, omento) mostrano 
differenze metaboliche e comportamentali dopo terapia cellulare. D’altro canto invece, la 
frequenza della proliferazione e il tempo di duplicazione cellulare sono influenzati dalla 
tecnica chirurgica utilizzata per il prelievo. Oedayrajsingh-Varma et al (2006) hanno infatti 
dimostrato come migliori siano i risultati quando il prelievo viene effettuato con resezione 
piuttosto che con aspirazione ecoguidata. 
Per quanto riguarda l’età, è stato dimostrato che la capacità di adesione alle piastre e 
di proliferazione sono maggiori in campioni prelevati da donatori giovani, ma la capacità 
di differenziazione si mantiene anche con l’aumentare dell’età (Shi et al 2005). 
Il materiale ottenuto mediante aspirazione contiene cellule vitali e può essere 
utilizzato direttamente per l’applicazione terapeutica o per l’isolamento cellulare (Pu et al 
2005; Tapp et al 2009), mentre il tessuto prelevato mediante dissezione chirurgica deve 





In ogni caso occorre considerare come la procedura di isolamento possa influenzare 
la vitalità e la capacità differenziativa delle cellule: lotti differenti di collagenasi e la 
velocità di centrifugazione possono anche influenzare la qualità delle cellule isolate 
(Schäffler e Büchler 2007). Ancora importante è la densità con cui le cellule vengono 
messe in coltura e il medium utilizzato: Lee et al nel 2004 e successivamente Smith et al 
nel 2006 dimostrarono come una bassa densità di coltura accompagnata dall’utilizzo di 
Dulbecco’s Modified Medium (DMEM) quale terreno di coltura faciliti la proliferazione e 
la differenziazione delle MSCs. 
Anche se l’espressione dei markers molecolari di superficie e l’espressione genica 
delle MSCs da tessuto adiposo sembrano essere simili a quelle del midollo osseo 
Fig.15: Procedura di isolamento e coltura di cellule staminali mesenchimali da tessuto adiposo (Schäffler 
e Büchler 2007) 
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(Gronthos et al 2001; Musina et al 2005) esistono alcune differenze molecolari. Wagner et 
al (2005) analizzarono l’espressione genica di cellule derivate da tessuto adiposo, midollo 
osseo, cordone ombelicale e normali fibroblasti. Gli Autori trovarono 25 geni sovrapposti e 
maggiormente espressi nelle MSCs rispetto ai fibroblasti, ma non trovarono differenze 
fenotipiche tra le tre linee di MSCs utilizzando un pannello di 22 antigeni di superficie. Al 
contrario, invece, trovarono diverse sequenze differenti tra MSCs da tessuto adiposo, 
BMMSCs e cellule del cordone ombelicale. Lee et al (2004), identificarono invece 24 geni 
sovra-espressi nelle prime rispetto alle BMMSCs e descrissero differenti espressioni per 
otto markers di superficie in queste cellule. In accordo con i dati raccolti, gli Autori 
ipotizzarono che meno dell’1% dei geni venisse espresso differentemente tra MSCs da 
tessuto adiposo e BMMSCs.  
Inoltre mentre le BMMSCs sono fenotipicamente ormai ben definite, alcune lacune 
restano per le cellule isolate da tessuto adiposo. Queste cellule esprimono i markers di 
superficie stabiliti dalla International Society for Cytotherapy, ma è stato dimostrato come 
alcune di queste molecole siano maggiormente espresse con l’aumentare dei passaggi di 
coltura in  vitro: infatti l’espressione di CD44, CD29, CD73, CD90 e CD105 raggiunge il 
90% al passaggio 4 di coltura (Gronthos et al 2001; Katz et al 2005). Altri markers, come 
quelli ematopoietici quali CD11,CD14, CD35 e CD44 si riducono o vengono persi con 
l’aumentare dei passaggi colturali, portando così alla selezione di una popolazione 
cellulare omogenea. Come le BMMSCs, le cellule di origine adiposa non esprimono 
antigene HLA e hanno proprietà immunosoppressive che le rendono disponibili per 
trapianti allogenici e fonte alternativa alle cellule di origine midollare (Puissant et al 2005). 
Per questo alcuni Autori ipotizzano un loro possibile impiego nel trattamento della GVHD 
(Fang et al 2006; Yanez et al 2006). 
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Per quanto riguarda la capacità differenziativa sembra esistano alcune differenze 
rispetto alle cellule da midollo osseo. Infatti, se non vi sono differenze per quel che 
riguarda la differenziazione osteogenica, queste invece esistono per quella condrogenica 
che sembrerebbe essere inferiore per le cellule di derivazione adiposa (Huang et al 2005; 
Solchaga et al 2005). D’altro lato però, le cellule derivanti dal tessuto adiposo vanno in 
contro a differenziazione anche in cellule non di origine mesodermica. Alcuni Autori 
hanno dimostrato come queste cellule abbiano un elevato potenziale angiogenico e siano in 
grado di ripristinare il flusso ematico dopo ischemia al pari delle cellule midollari (Planate 
et al 2004; Moon et al 2006). Incubando le MSCs di origine adiposa in presenza di 
sostanze neurogeniche, sono poi in grado di dare origine a fenotipi neuronali positivi alla 
colorazione per le proteine acide gliali fibrillari (GFAP) e altre sostanze neuronali (Safford 
et al 2002). Timper et al (2006) invece riuscirono a differenziare le cellule staminali 
mesenchimali di origine adiposa in fenotipi pancreatici endocrini in grado di sintetizzare 
ormoni come insulina, glucagone e somatostatina, fornendo così uno spiraglio per la cura 
del diabete mellito di tipo I. Ancora le MSCs quando coltivate in opportune condizioni di 
coltura, sono andate incontro a differenziazione in cellule epatocito-simili esprimenti 
albumina e fetoproteina e in grado di produrre urea (Seo et al 2005). In fine, anche se le le 
cellule isolate da tessuto adiposo non sono in grado di andare incontro a differenziazione 
ematopoietica, sembrerebbero però fornire un importante supporto nella differenziazione di 
progenitori ematopoietici in cellule mieloidi e linfociti B (Corre et al 2006). Mentre la base 
molecolare della differenziazione in linee cellulari di origine mesodermica è ormai nota, 
gli eventi molecolari chiave e i fattori di trascrizione che danno inizio alle differenziazioni 
di queste cellule in altre linee cellulari non sono ancora stati identificati. Per questo i 
ricercatori stanno concentrando gli sforzi nel decodificare questi meccanismi e rendere così 
davvero fattibile una terapia cellulare di patologie epatiche pancratiche e nervose. 
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Anche in medicina veterinaria il tessuto adiposo sta assumendo sempre maggiore 
importanza quale fonte di cellule staminali mesenchimali utilizzabili nella medicina 
rigenerativa. Nella specie equina per esempio, uno dei vantaggi dati dall’impiego di tessuto 
adiposo quale fonte di MSCs è dovuta alla maggior facilità di prelievo e ai minori rischi 
per la salute dell’animale rispetto al prelievo di midollo osseo che comporta a volte 
l’insorgenza di pneumotorace o pneumoderma (Ackerman e Alden 1958; Durando et al 
2006) quando effettuato dallo sterno e una posizione rischiosa per l’operatore sia per il 
prelievo dallo sterno che dalla cresta iliaca. A differenza delle BMMSCs, le cellule 
staminali isolate da tessuto adiposo in questa specie non presentano una fase di risposo e 
sono caratterizzate da una maggior capacità proliferativa (Vidal et al 2007; Colleoni et al 
2009). Vidal et al (2007) isolarono da 140,000 a 538,000 cellule/ml di tessuto adiposo, 
variabilità che riflette differenze donatore dipendente. Gli stessi Autori riportano anche 
l’esistenza di differenze intraspecifiche, dato che il tempo di duplicazione delle MSCs 
isolate da tessuto adiposo di cavallo è di due giorni, mentre nell’uomo è di 4 giorni 
(Mitchell et al 2006). Dal punto di vista differenziativo esistono alcune differenze tra le 
cellule isolate da midollo e quelle isolate da tessuto adiposo nella specie equina; Vidal et al 
(2007) dimostrarono come per l’induzione osteogenica delle MSCs da tessuto adiposo 
siano necessari un numero maggiore di giorni di coltura, anche se successivamente i noduli 
ossei si formano più rapidamente rispetto alle BMMSCs. Successivamente gli stessi Autori 
(Vidal et al 2008) avvalorarono l’ipotesi avanzata da Kisiday et al (2008), secondo cui, 
anche nel cavallo come già dimostrato nell’uomo (Huang et al 2005; Solchaga et al 2005), 
le cellule staminali mesenchimali derivanti da midollo osseo hanno una maggior 
potenzialità di andare incontro a differenziazione condrogenica. Come per le BMMSCs, 
anche per le cellule mesenchimali da tessuto adiposo sono alquanto esigui i dati relativi 
alla caratterizzazione molecolare. Recentemente de Mattos Carvalho et al (2009), hanno 
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dimostrato la positività di tali cellule a CD90 dal passaggio 1 al 4 di coltura utilizzando 
markers specifici per ratto. Le stesse cellule sono risultate positive a CD44, positività che 
aumenta con l’aumentare dei passaggi; nessuna reazione invece è stata rilevata per il 
CD13. Nel cane i primi ad isolate cellule staminali mesenchimali da tessuto adiposo furono 
Kang et al nel 2008: gli Autori dimostrarono come tali cellule, morfologicamente e 
fenotipicamente simili a quelle umane, fossero ingrado di andare incontro a 
differenziazione osteogenica, adipogenica e neuronale. Recentemente Vierira et al (2010) 
ottennero una percentuale di isolamento di cellule staminali mesenchimali da tessuto 
adiposo di cane del 100% e queste al passaggio 4 di coltura si dimostrarono positive per 
CD29, CD44, CD90, mentre erano negative per CD45 e il 10% positive per CD34, 
probabilmente a seguito di una contaminazione da cellule endoteliali. Gli stessi Autori 
(Vierira et al 2010), oltre ad evidenziare le potenzialità differenziative delle cellule isolate, 
dimostrarono come le cellule andate incontro a differenziazione adipogenica contenessero 
un minor numero di vacuoli lipidici rispetto a quelli presenti nelle cellule umane. 
  
2.2.3 Sangue Periferico 
Cellule mesenchimali multipotenti possono essere isolate da sangue periferico di 
donatori adulti (PBMSCs) come cellule fibroblasto-simili caratterizzate da unità formanti 
colonie simili a quelle midollari. In realtà la scoperta di tali cellule nel sangue è precedente 
all’isolamento di MSCs dal midollo osseo; le prime osservazioni infatti risalgono all’inizio 
del ventesimo secolo quando Maximov et al (1902; 1928) isolarono leucociti in grado 
diventare cellule fibroblasto-simili e dare poi origine a tessuto connettivo. L’esistenza nel 
sangue periferico di unità formanti colonie con proprietà clonogenica e capacità di 
sopravvivere in vitro per molti passaggi colturali venne poi confermata da studi successivi 
(Paul 1958); venne però ipotizzato che queste cellule fibroblasto simili potessero essere il 
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risultato di una contaminazione del sangue da parte di frammenti di tessuto connettivo 
durante il prelievo ematico (Kalus et al 1968). Tali sospetti risultarono però infondati 
grazie ad esperimenti condotti in maschi adulti di coniglio (Allgöwer et al 1968) e 
porcellino d’India (Luria et al 1971) in cui venne confrontato il numero di colonie 
fibroblasto-simili presenti nel sangue dopo prelievi  ripetuti e dopo un singolo prelievo. Gli 
Autori infatti non trovarono una correlazione tra il numero di colonie e il numero di 
punture cardiache. Ad oggi cellule staminali mesenchimali sono state isolate dal sangue 
periferico di soggetti adulti di maiale (Maximow 1928; Luria et al 1971; Kuznetsov et al 
2001), coniglio (Allgöwer et al 196847), cane (Klein et al 1983; Huss et al 2000), topo 
(Kuznetsov et al 2001), ratto (Wu et al 2003), cavallo (Koerner et al 2006), uomo (Paul 
1958; Fernandez et al 1997; Kuznetsov et al 2001) e pollo, anche se in quest’ultimo caso è 
stata confermata la contaminazione da parte di tessuto connettivo (Rangan 1967).  
Una volta esclusa la contaminazione con tessuto connettivo, rimane ancora un 
mistero come queste cellule possano entrare nel sangue periferico. Una semplice 
spiegazione potrebbe essere la loro migrazione dal midollo osseo o da altri tessuti. Diversi 
studi dimostrano come le cellule midollari espanse ex-vivo raggiungano vari tessuti sani o 
danneggiati così come il midollo osseo stesso dopo infusione sistemica (Pereira et al 
1995;Gao et al 2001; Devine et al 2002; Wu et al 2005; Francois et al 2006). In ogni caso 
la migrazione delle cellule verso tessuti extravascolari o midollo osseo non supporta 
direttamente l’ipotesi di una migrazione spontanea delle cellule dal midollo, anche se altri 
studi effettuati su topo e ratto suggeriscono uno scambio di MSCs tra sangue periferico ed 
organi (Piersma et al 1985; Wu et al 2003). 
Le unità formanti colonie hanno una frequenza estremamente bassa nel sangue 
periferico; la loro frequenza viene indicata come efficienza (CFE) definita come la 
percentuale di colonie formate rapportata al numero di cellule messe in coltura 
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(Friedenstein et al 1970). Molti Autori hanno calcolato la CFE in colture primarie ed hanno 
evidenziato come questa vari da specie a specie ma anche tra i soggetti di una stessa 
specie; inoltre l’efficienza delle cellule isolate da sangue periferico è risultata essere molto 
più bassa di quella di cellule isolate da midollo osseo (Friedenstein 1980; Kuznetsov e 
Gehron Robey 1996). Per esempio, nell’uomo solitamente si formano colonie in numero 
variabile da 5x103 a 1x104 , mentre la presenza nel sangue periferico è molto più bassa, 
anzi spesso le colonie sono inesistenti (Wixler et al 2003) e inoltre sembra essere più 
difficoltosa la loro coltura in vitro (Reading et al 2000), probabilmente perché spesso 
originate da una singola cellula (Gronthos et al 1998). Questa infatti richiederebbe fattori 
di crescita differenti o in concentrazioni maggiori rispetto a quelli necessari alle BMMSCs 
(Kuznetov et al 1997). 
Dal punto di vista fenotipico, le PBMSCs presentano scarsi livelli di CD34, tipico di 
cellule emopoietiche, CD14, proprio dei macrofagi e CD45, marker leucocitario 
(Kuznetsov et al 2001, Fernandez et al 1997; Tondreau et al 2005). Tali cellule inoltre 
presenterebbero scarsi livelli di CD117 (c-Kit) (Conrad et al 2002) e non esprimerebbero 
antigene leucocitario (HLA)-DR (Conrad et al 2002;Tondreau et al 2005), CD31 e 
neurofilamenti (Kuznetsov et al 2001), mentre esibirebbero differenti markers tipici di 
cellule staminali mesenchimali (Kuznetsov et al 2001, Fernandez et al 1997; Tondreau et al 
2005).  
Per quanto riguarda la capacità differenziativa di queste cellule esistono studi sia in 
vitro che in vivo che dimostrano come esse possano andare incontro a differenziazione in 
senso osteogenico, condrogenico e adipogenico (Huss et al 2000; Kuznetsov et al 2001; 
Wu et al 2003; Tondreau et al 2005). Altri studi hanno invece dimostrato come le PBMSCs 
possano essere precursori anche di altre linee cellulari, come linee neuronali (Conrad et al 
2002,Tondreau et al 2005), ematopoietiche (Lange et al 1999) e possano migliorare 
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significativamente il flusso ematico periferico e l’angiogenesi (Huss et al 2004). La 
maggior facilità con cui può essere prelevato il sangue rispetto al midollo osseo e la 
potenzialità differenziativa rende queste cellule possibili candidati per la terapia cellulare e 
l’ingegneria tissutale. 
In medicina veterinaria, così come in medicina umana, le cellule mesenchimali del 
sangue periferico hanno attirato l’attenzione dei ricercatori soprattutto per la maggior 
facilità di prelievo del sangue rispetto al midollo osseo o al tessuto adiposo, ed al minor 
dolore sofferto dal donatore dopo il prelievo. Nonostante questi aspetti gli studi negli 
animali domestici sono in numero ancora esiguo. Nella specie equina Koerner et al (2006) 
per primi isolarono cellule mesenchimali da sangue periferico di soggetti adulti; gli Autori 
riportarono una ridotta percentuale di isolamento, pari solo al 36,4%, rispetto a quella 
ottenuta nel midollo osseo, pari al 100%. Inoltre, nonostante morfologicamente le cellule 
apparissero normali, a partire dal passaggio 5 di coltura andarono in contro a senescenza,a 
causa della necessità di un substrato colturale specifico, secondo quanto ipotizzato dagli 
stessi Autori (Koerner et al 2006). Le cellule isolate si sono dimostrate in grado di andare 
incontro a differenziazione osteogenica e adipogenica,  allo stesso modo di quelle isolate 
da midollo osseo, ma, come già descritto in medicina umana da Kuwana et al (2003), non a 
differenziazione condrogenica in pellet e scarsa in monostrato sia in presenza che in 
assenza di TGFβ1 (Koerner et al 2006). Recentemente Giovannini et al (2008), hanno 
invece dimostrato come, in condizioni adeguate anche le MSCs isolate da sangue 
periferico di cavallo possano andare incontro a differenziazione condrogenica, anche se più 
lentamente rispetto a quelle isolate da midollo osseo: tali differenze farebbero presumere 
che le cellule isolate dal sangue periferico non siano le stesse presenti nel midollo osseo, 
così come già ipotizzato nel topo da Da Silva Meirelles et al (2006) e da Kern et al (2006) 
nell’uomo. In ogni caso, i dati raccolti da Giovannini et al (2008) aprono la strada 
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all’impiego del sangue periferico quale fonte di cellule staminali mesenchimali da 
utilizzare nell’ambito della medicina rigenerativa equina. 
 
2.3 Cellule staminali mesenchimali da tessuti extra-embrionali 
 
2.3.1 Sangue cordonale 
Il sangue prelevato dal cordone ombelicale è oggi considerato una delle maggiori 
fonti di cellule ematopoietiche per trapianto allogenico (Grewal et al 2003). Diversi studi 
hanno infatti dimostrato come il sangue cordonale sia più ricco di cellule CD34 positive 
rispetto al midollo osseo (Browmeyer et al 1989). Lo stesso è stato ipotizzato anche per le 
cellule staminali mesenchimali; i primi tentativi di isolamento di tali cellule dal sangue 
cordonale sono però stati del tutto negativi (Mareschi et al 2001; Gutierrez-Rodriguez et al 
2000) o con una percentuale di isolamento di appena il 25% (Erices 2000; Lee et al 2004). 
Più recentemente Kern et al (2006), confrontando le percentuali di resa in termini di cellule 
isolate da midollo osseo, tessuto adiposo e sangue cordonale hanno riportato una 
percentuale del 100% per i primi due e solo del 63% per il sangue cordonale. Gli Autori 
hanno imputato tale differenza al fatto che mentre in un individuo adulto le cellule 
staminali risiedono all’interno dei tessuti, nel feto invece sono ancora in circolo, così come 
precedentemente affermato da Erices et al (2000), mentre Biebak et al (2000) hanno 
sottolineato quali fattori cruciali nell’isolamento di MSCs da sangue cordonale, non solo le 
condizioni di coltura in vitro, in particolare presenza di siero e pH del medium, ma anche il 
tempo che intercorre tra il prelievo del campione e la sua processazione in laboratorio che 
non dovrebbe eccedere le 15 ore. La ridotta percentuale di isolamento di MSCs da sangue 
cordonale, viene comunque accompagnata da una maggiore espansione cellulare rispetto 
alle altre linee: Chang et al (2006) osservarono una velocità di proliferazione maggiore per 
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le cellule cordonali rispetto a quelle midollari, a conferma di quanto già affermato circa le 
differenze tra cellule fetali ed adulte. La lunghezza media dei telomeri nelle cellule 
cordonali è infatti di 12,0 kb, rispetto ai 10,0 kb delle cellule midollari (Chang et al 2006). 
Per quanto riguarda invece la caratterizzazione molecolare, le cellule staminali di sangue 
cordonale esprimono i markers tipici delle MSCs e sono negative per i markers 
caratterizzanti le cellule ematopoietiche (Biebak 2004). Le MSCs si sono anche dimostrate 
positive per l’Oct4, fattore di trascrizione presente in cellule indifferenziate con un elevato 
potere proliferativo e tipico delle cellule staminali embrionali (Tondreau et al 2005). Dal 
punto di vista differenziativo le cellule staminali mesenchimali da sangue cordonale 
presentano alcune differenze rispetto alle BMMSCs. Mentre Tondreau et al (2005) ne 
dimostrarono, dopo 2-3 settimane di coltura, la differenziazione osteogenica, adipogenica e 
condrogenica caratterizzata da vacuoli lipidici, depositi di calcio e di matrice 
condrogenica, Kern et al (2006) e Chang et al (2006) riportarono una maggiore potenzialità 
osteogenica accompagnata da una mancata o ridotta differenziazione adipogenica dei 
campioni trattati. Secondo quanto riportato da Kern et al (2006), la mancata 
differenziazione adipogenica potrebbe essere imputabile al fatto che gli adipociti si trovano 
solo in midollo osseo e tessuto adiposo di organismi adulti, mentre sono assenti nel 
midollo osseo fetale e l’adipogenesi aumenta con l’aumentare dell’età delle cellule del 
donatore (Gimbel et al 1996). Migliorando le tecniche colturali e di isolamento, il sangue 
di cordone ombelicale può essere considerato quale valida fonte alternativa di MSCs. 
In medicina veterinaria gli studi circa il possibile isolamento di cellule staminali 
mesenchimali da sangue cordonale sono ancora piuttosto esigui. Nel 2005, Fuchs et al 
isolarono da sangue cordonale di ovino cellule mesenchimali e ne dimostrarono la validità 
per la ricostruzione cartilaginea mediante terapia cellulare. Nel 2006, invece, Carline et al e 
l’anno successivo Kumar et al (2007) isolarono cellule staminali mesenchimali da sangue 
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cordonale di maiale. Gli Autori dimostrarono come tali cellule esprimessero markers 
embrionali quali Oct-4, Sox2, Nanog (Carlin et al 2006) e mesenchimali come CD29, 
CD49b e CD105, mentre fossero negative per markers emopoietici quali CD45 e CD133 
(Kumar et al 2007); le cellule isolate andarono inoltre incontro a differenziazione 
osteogenica, adipogenica e condrogenica. Nella specie equina, nello stesso anno Kock et al 
(2007) per primi isolarono dal sangue cordonale cellule aderenti fibroblasto-simile, con 
una percentuale di successo del 57%. Gli Autori osservarono la comparsa di colonie a 
partire dal giorno 3 di coltura; le cellule vennero mantenute in coltura per 10 passaggi 
successivi e il tempo di duplicazione cellulare risultò variabile da 0.49 a 1.22 giorni di 
coltura. Gli stessi Autori riportano poi l’avvenuta differenziazione osteogenica, 
condrogenica ed adipogenica delle cellule isolate. Al contrario di quanto riportato da Koch 
et al (2007; 2009), secondo Reed et al (2008) le cellule mesenchimali da sangue cordonale 
andrebbero incontro a scarsa differenziazione adipogenica, come già dimostrato anche per 
le MSCs isolate da sangue cordonale umano (Chang et al 2006; Kern et al 2006). 
Recentemente, Koch et al (2009), hanno evidenziato come la potenzialità condrogenica 
delle MSCs cordonali sia maggiore rispetto a quella delle BMMSCs. Infatti in queste 
cellule l’espressione genica di markers condrogenici è nettamente superiore, così come la 
concentrazione nel medium di coltura della proteina CD-RAP e le deposizione di matrice 
cartilaginea extracellulare (Kock et al 2009). Tale differenza potrebbe essere legata sia alla 
diversa età dei donatori , ma anche ad una effettiva differenza tra le due popolazioni 
cellulari. Data la mancanza di markers di staminalità specifici per la specie equina, resta un 
punto interrogativo sulla caratterizzazione molecolare di queste cellule. Con l’ausilio 
dell’immunoistochimica, Reed et al (2008) dimostrarono che le MSCs di sangue cordonale 
di cavallo sono positive a markers di staminalità embrionale come Oct4, SSEA-1, Tra 1-60 
e Tra1-81, così come dimostrato precedentemente nell’uomo (Tondreau et al 2005). Anche 
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nel cane sono ancora scarsi gli studi sulle MSCs da sangue cordonale. Nel 2009, Seo et al 
isolarono MSCs cordonali che rimasero in coltura fino al passaggio 11. Gli Autori 
riportano la positività di tali cellule per markers quali CD29, CD44 e CD105 e la negatività 
per markers emopoietici quali CD14m CD34 e CD45 (Seo et al 2009). Le cellule isolate 
sono state sottoposte a differenziazione in vitro in senso osteogenico, condrogenico e 
neuronale, mentre anche in questa specie come nell’uomo e nel cavallo la differenziazione 
adipogenica è risultata pressoché negativa (Seo et al 2009). 
 
2.3.2 Gelatina di Wharton 
Il cordone ombelicale rappresenta il collegamento tra madre e figlio ed è composto 
da uno speciale connettivo mucoso di origine embrionale chiamato Wharton’s Jelly 




Il ruolo principale di questo tessuto sembra essere quello di evitare la compressione, 
torsione e sanguinamento dei vasi cordonali che provvedono alla circolazione ematica 
Fig. 16: Struttura del cordone ombelicale (Can et al 2007). 
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bidirezionale tra madre e feto (Can e Karahuseyinoglu 2007). Negli anni ’70 e ’80, i 
ricercatori non prestarono molta attenzione al cordone ombelicale, probabilmente perché 
considerato materiale di scarto dopo il parto; a partire dagli anni ’90 invece due fattori 
portarono l’attenzione su gelatina di Wharton e matrice extracellulare cordonale. Il primo 
fu la ricerca di una possibile ragione e conseguente alterazione strutturale nei casi di pre-
eclampsia. Infatti una serie di componenti della matrice extracellulare risultarono alterati 
nei casi di pre-eclampsia (Bankowski et al 1996; Bankowski et al 2004). La seconda 
ragione fu data dall’isolamento di cellule stromali dal cordone ombelicale, simili a quelle 
cellule mesenchimali isolate nell’utero in fase di sviluppo (Takechi et al 1993; Nanaev et al 
1997). Tali cellule avrebbero la funzione di regolare il flusso ematico all’interno del 
cordone ombelicale, ed in alcuni casi la scarsa crescita fetale potrebbe essere conseguenza 
di una diminuzione stromale che porta a ipoplasia dei vasi ombelicali (Weissman et al 
1994; Bruch et al 1997). Takechi et al (1993) e Eyden et al (1994) riportarono la presenza 
all’interno di tali cellule di moderate quantità intracitoplasmatiche di glicogeno, gocce 
lipidiche, granuli di procollagene, un ben sviluppato reticolo endoplasmatico con cisterne 
dilatate e un ben sviluppato apparato di Golgi con numerosi mitocondri, tutti segni di una 
sintesi e secrezione proteica attive. Queste caratteristiche, insieme alla presenza di prolyl-
4-idrossilasi, enzima coinvolto nella sintesi di collagene, fanno sì che queste cellule siano 
le principali responsabili della sintesi di collagene ed altri componenti della matrice 
extracellulare.  
Dopo il parto, viene reciso un pezzo di cordone ombelicale lungo 15-20 cm 
immediatamente immerso in una soluzione salina sterile addizionata di antibiotici e così 
trasportato in laboratorio. Una volta in laboratorio, vengono asportati i vasi mediante 
strappamento e la matrice cordonale viene sottoposta a digestione enzimatica, dopo essere 
stata sminuzzata per rompere le fibre intercellulari ed aumentare l’interfaccia tra enzima 
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digestivo e matrice (Can et al 2007). L’enzima digestivo maggiormente utilizzato è la 
collagenasi. La collagenasi di tipo I è stata largamente impiegata per la digestione tissutale 
e l’isolamento anche di altre cellule stromali (Sarugaser et al 2005; Fu et al 2006; Weiss et 
al 2006; Bailey et al 2007; Jomura et al 2007). Secondo alcuni Autori, una combinazione 
di questo tipo di collagenasi e ialuronidasi faciliterebbe la degradazione della matrice 
extracellulare e accorcerebbe i tempi richiesti per l’isolamento cellulare (Weiss et al 2006; 
Bailey et al 2007; Jomura et al 2007). Un punto estremamente critico resta comunque il 
tempo di esposizione alla collagenasi, che può durare da 30 minuti (Jomura et al 2007) a 
16 ore (Wang et al 2004), e soprattutto ad una soluzione collagenasi/ialuronidasi dato che 
un tempo prolungato di esposizione porta ad una degradazione della lamina cellulare 
esterna che porta a severi danni cellulari e mancata adesione al substrato colturale (Can et 
al 2007). La collagenasi di tipo II o B si è dimostrata essere più efficace nella 
solubilizzazione delle microfibrille del cordone ombelicale rispetto ad altri tipi enzimatici 
(Lu et al 2006; Karahuseyinoglu et al 2007). Dopo digestione il materiale ottenuto viene 
filtrato con filtri di 70-100µm, in modo da facilitare la rimozione dei detriti tissutali (Lund 
et al 2007), quindi le cellule vengono sottoposte a coltura in vitro. La percentuale di 
isolamento riportata in letteratura per il sangue cordonale è abbastanza scarsa, pari solo al 
60% dei campioni trattati (Erices et al 2000; Lee et al 2004), mentre dalla gelatina di 
Wharton le cellule sono state isolate dal 100% dei campioni (Troyer  e Weiss 2008). Nel 
midollo osseo il numero di unità formanti colonie isolate è 1-10 per 106 cellule 
mononucleate (Lazarus et al 1995), mentre il numero medio isolato da cordone ombelicale 
è risultato relativamente alto, pari a 4/105 per campione e 10/103 per centimetro di 
cordone (Weiss et al 2006; Lu et al 2006; Karahuseyinoglu et al 2007). Il tempo di 
duplicazione cellulare è poi risultato essere inferiore per le MSCs da gelatina di Wharton 
rispetto alle cellule midollari essendo pari 60-85 ore (Sarugaser et al 2005; 
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Karahuseyinoglu et al 2007). Tale differenza sarebbe dovuta, secondo quanto dimostrato 
da Weiss et al (2006) alla maggior espressione della telomerasi rispetto alle BMMSCs di 
adulto; Karahuseyinoglu et al (2007) dimostrarono un livello di telomerasi più alto in 
queste cellule nei primi passaggi e poi una drastica riduzione accompagnata da un 
incremento del tempo di duplicazione cellulare nei passaggi più tardivi. Dato il mancato 
sviluppo di tumori nei casi di trapianto di MSCs isolate da Wharton’s Jelly (Conconi et al 
2006), è possibile presumere che esista un limite di espressione della telomerasi in queste 
cellule, che fa sì, a differenza delle ESCs, che queste vadano incontro fino a 30-60 
divisioni ma non raggiungano mai il livello dello stato neoplastico (Karahuseyinoglu et al 
2007). Le cellule isolate da matrice cordonale si sono inoltre dimostrate essere positive per 
i markers mesenchimali di staminalità quali CD105, CD73, CD90, CD44 mentre sono 
negative per i markers di staminalità emopoietica CD34, CD45, CD14, CD33 e HLA 
(Dominici et al 2006). Riguardo quest’ultimo antigene esistono delle discordanze tra 
quanto dimostrato dai diversi Autori: Sarugaser et al (2005), dimostrarono che 
l’espressione di HLA-1 è stabile solo in cellule fino al passaggio 5 e si perde con il 
congelamento, mentre Weiss et al (2006) non trovarono alcuna modificazione 
probabilmente a causa dei diversi fattori epigenetici determinati dalle differenti condizioni 
di coltura. In ogni caso, in contrasto con quanto pubblicato per altre linee cellulari fetali, è 
stato dimostrato che le cellule isolate da matrice cordonale hanno proprietà 
immunosoppressive e inibiscono la proliferazione di linfociti T: infatti i trapianti allogenici 
di tali cellule sono ben tollerati e la risposta immunitaria viene stimolata solo dopo 
trapianti multipli o in soggetti sottoposti a terapia con interferone (Cho et la 2007). Le 
cellule stromali inoltre si sono dimostrate scarsamente positive per alcuni fattori di 
trascrizione espressi dalle cellule staminali embrionali come Oct4 e Nanog (Weiss et al 
2006; Carlin et al 2006). Dal punto di vista differenziativo, queste cellule presentano 
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alcune differenze rispetto a quelle di midollo osseo. Karahuseyinoglu et al (2007) 
evidenziarono come, una volta sottoposte a differenziazione adipogenica, le cellule 
formassero adipociti più piccoli e con gocce lipidiche multiloculari rispetto a quelli formati 
dalle BMMSCs. Al contrario, Baksh et al trovarono un più alto contenuto lipidico nelle 
cellule cordonali rispetto a quelle midollari dopo 21 giorni di coltura in vitro in medium da 
differenziazione.; ancora Lu et al (2006) invece non trovarono alcuna differenza nella 
differenziazione adipogenica delle due linee cellulari. Le cellule cordonali possono inoltre 
andare incontro a differenziazione condrogenica e, come dimostrato da Karahuseyinoglu et 
al (2007) la quantità di collagene di tipo II depositato nel medium condrogenico da queste 
cellule è notevolmente superiore rispetto a quello depositato da BMMSCs. La potenzialità 
osteogenica delle cellule stromali cordonali fu dimostrata per la prima volta da Wang et al 
(2004) che evidenziarono la formazione di aggregati positivi alla fosfatasi alcalina e noduli 
colorati con colorazione di Von Kossa associati all’espressione di matrice cellulare 
osteospecifica. Più tardi Karahuseyinoglu et al (2007) dimostrarono che la deposizione di 
Sali di calcio e la formazione di osteociti gradualmente aumenta nelle 4 settimane di 
coltura. Venne anche evidenziata la differenziazione di queste cellule in cardiomiociti 
(Breymann et al 2006), miociti del muscolo scheletrico (Conconi et al 2006) e  neuroni 
(Ma et al 2005). Infine nel 2007, Wu et al differenziarono con successo tali cellule in 
cellule endoteliali dopo l’aggiunta al medium di coltura di fattore di crescita vascolare 
endoteliale (VEGF) e fattori di crescita fondamentali per fibroblasti. 
In medicina veterinaria sono ancora pochi gli studi sull’isolamento di MSCs da 
matrice cordonale. I primi studi risalgono al 2003 quando Mitchell et al isolarono cellule 
stromali dalla matrice cordonale di suino in grado di differenziarsi in cellule simil-
neuronali esprimenti proteine gliali di superficie. Indubbiamente, nella specie equina tali 
studi risultano di particolare imporatnza sia come possibile modello per l’uomo sia per 
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l’interesse nel trovare una fonte di MSCs alternativa al midollo osseo. Nel 2007, 
Hoynowski et al isolarono per primi MSCs da Wharton’s Jelly nel cavallo. Le cellule 
isolate si dimostrarono sotto molti aspetti simili a quelle già isolate nell’uomo. Il tempo di 
duplicazione cellulare anche delle cellule equine era di circa tre giorni e come le cellule 
umane anche quelle equine risultarono positive a markers quali Oct4, SSEA4 (Hoynowski 
et al 2007; Cremonesi et al 2008), TRA-1-60, CD54, CD90, CD105 e negative per CD34, 
CD45 e CD133 (Hoynowski et al 2007). Gli stessi Autori, così come successivamente 
Passeri et al (2009), dimostrarono che anche le cellule isolate da Wharton’s jelly di equino 
erano in grado di andare incontro a differenziazione condrogenica, osteogenica e 
adipogenica. Quanto riportato avvalora l’ipotesi che anche per il cavallo, la gelatina di 
Wharton possa costituire una valida fonte alternativa di cellule staminali mesenchimali 
utilizzabili in medicina rigenerativa. 
 
2.3.3 Liquido amniotico e Invogli Fetali 
La gastrulazione è uno dei passaggi più importanti dello sviluppo fetale preimpianto 
(Snow e Bennet 1978) e prende inizio nella parte posteriore dell’embrione dopo circa 7 
giorni dalla fertilizzazione. Cellule pluripotenti originate dall’epiblasto si trovano in tutti e 
tre i foglietti di origine embrionale (ectoderma, mesoderma ed endoderma). Dalle cellule 
germinali, prendono invece origine i tessuti extraembrionali quali sacco vitellino, amnion e 
allantoide (Downs e Harmann 1997; Downs et al 2004). Quest’ultimo va a formare il 
cordone ombelicale così come la parte mesenchimale della placenta corion-allantoidea 
(Downs e Harmann 1997; Downs et al 2004). La posizione finale degli invogli fetali è 
determinata da un processo di rotazione dell’embrione che si verifica intorno al giorno 8,5 
di gestazione e ad uno stiramento di amnion e sacco vitellino attorno all’embrione (Kinder 
et al 1999). Il sacco amniotico è costituito da due membrane trasparenti, resistenti ma 
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sottili, che contengono l’embrione prima e successivamente il feto fino al momento 
immediatamente precedente il parto. La membrana interna, l’amnion, contiene il liquido 
amniotico e il feto, mentre la membrana esterna, il corion, contiene l’amnion e costituisce 
parte della placenta (Kinder et al 1999; Kaviani et al 2001). Le funzioni del liquido 
amniotico sono principalmente le seguenti: consentire una crescita fetale omogenenea e 
simmetrica; proteggere embrione e feto; mantenere temperatura e pressione costanti; 
permettere movimenti liberi del feto, importanti per lo sviluppo muscolo scheletrico e per 
il flusso ematico (Baschat e Hecher 2004). Nella prima metà della gravidanza il liquido 
amniotico è per lo più il risultato di un trasporto attivo di sodio e cloro attraverso la 
membrana amniotica e la pelle fetale accompagnato dal concomitante passaggio passivo di 
acqua (Brace e Resnik 1999). Nella seconda metà della gravidanza, invece, la maggior 
parte del liquido amniotico è costituito dall’urina fetale, ed in parte dalle secrezioni 
dell’apparato respiratorio (Olver e Strang 1974; Mescher et al 1975). Anche l’ingestione e 
successiva escrezione attraverso il tratto gastrointestinale, anche se non particolarmente 
voluminosa, giocano un ruolo importante nella formazione del fluido amniotico (Muller et 
al 1994). La sua composizione quindi cambia durante la gravidanza: inizialmente risulta 
essere isotonico con il plasma fetale, mentre a partire dalla 24esima settimana di 
gravidanza nell’uomo, fino al parto risulta essere ipotonico con il plasma materno e fetale 
(Albuquerque et al 1999). Probabilmente tutte queste variabili giocano un ruolo 
fondamentale anche nella variazione della sua composizione cellulare. Già a partire dal 
1979, Milunky classificò le cellule presenti all’interno del liquido amniotico in epitelioidi, 
cellule specifiche del liquido amniotico e fibroblastoidi: queste ultime apparirebbero più 
tardivamente rispetto alle altre. Più tardi, nel 1993, venne ipotizzata la presenza di cellule 
progenitrici, quando cellule piccole, nucleate e rotonde identificate come progenitrici 
ematopoietiche probabilmente derivanti dal sacco vitellino, vennero isolate prima della 
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dodicesima settimana di gestazione (Torricelli et al 1996). Nel 1996, venne invece 
ipotizzata la presenza di cellule multipotenti non ematopoietiche in grado di differenziarsi 
in miociti; tale studio però non diede spiegazioni circa l’origine di tali cellule (Streubel et 
al 1996). Per decenni poi si ipotizzò la presenza di cellule staminali mesenchimali 
all’interno del liquido amniotico (AFSCs), ma solo nel 2001, Kaviani et al ne dimostrarono 
la presenza in liquido amniotico di pecora. Gli studi successivi si concentrarono 
prevalentemente sul liquido amniotico di uomo, in particolare su quello ottenuto al 
momento della amniocentesi, esame cui ricorre un numero sempre maggiore di donne per 
la diagnosi prenatale di malattie genetiche del feto. Le cellule possono essere isolate dal 
liquido amniotico mediante centrifugazione e sospensione del pellet ottenuto in medium di 
coltura; le cellule mesenchimali presenti aderiscono alla plastica e dopo la prima settimana 
di coltura cambiano la loro morfologia allungandosi e divenendo fibroblasto simili. Tsai et 
al (2004), dimostrarono come queste cellule, dopo la prima settimana di coltura vadano 
incontro ad una rapida duplicazione, raggiungendo una confluenza dell’80% in sole 48-72 
ore: il tempo di duplicazione cellulare venne infatti calcolato di 20-24 ore, di gran lunga 
inferiore a quello delle cellule isolate da midollo osseo e sangue cordonale. Le cellule 
isolate da liquido amniotico sembrano inoltre mantenere il loro cariotipo fino a 350 
duplicazioni cellulari (Perin et al 2007): così come le ESCs, le cellule mantengono infatti 
la lunghezza dei telomeri nelle successive duplicazioni cellulari e non sembrano andare 
incontro a senescenza cellulare anche se mantenute in coltura per oltre due anni (Dai e 
Kloner 2007). La staminalità di queste cellule oltre che dalla morfologia e dal tempo di 
duplicazione cellulare è stata dimostrata anche dalla presenza di recettori di superficie 
tipici di diverse linee di cellule staminali. Nel 2003, Prusa et al ne dimostrarono la 
positività all’Oct4, mentre negli anni immediatamente successivi ne venne dimostrata la 
positività ad altri due markers embrionali, SSEA-4 (Bossolasco et al 2006). In t’Anker et al 
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(2003), invece evidenziarono la positività delle cellule isolate da liquido amniotico per 
markers tipicamente mesenchimali quali CD90, CD105, CD73 e la negatività invece per 
markers ematopoietici quali CD45, CD34 e CD14. Nel 2007, DeCoppi et al dimostrarono 
invece la positività di queste cellule per il recettore di membrana c-kit. Questo è una 
protein-tirosin chinasi, fattore specifico delle cellule staminali, che sembra essere coinvolto 
nell’embriogenesi, ma anche nell’ematopoiesi. Altri Autori ne suggerirono la presenza 
anche in cellule cardiache (Beltrami et al 2003) e della retina (Koso et al 2007), indicando 
che il recettore c-kit può identificare una popolazione di cellule staminali all’interno di 
organi differenti. Le cellule positive per il c-kit all’interno del liquido amniotico possono 
essere selezionate sia utilizzando un sorter magnetico (Magnetic Activated Cell Sorter: 
MACS) o a fluorescenza (FACS); secondo quanto riportato da DeCoppi et al (2007), la 
percentuale di cellule positive nel liquido amniotico varia da 0,8 a 1,4% dell’intera 
popolazione cellulare. La staminalità delle AFSCs venne poi dimostrata grazie alle loro 
potenzialità differenziative, potenzialità che vengono mantenute anche nei passaggi più 
tardivi: queste cellule sono state infatti differenziate con successo in adipociti, osteociti, 
miociti, cellule endoteliali, neurogeniche, epatiche condrogeniche e renali (De Coppi et al 
2007; Perin et al 2007), dimostrando quindi una potenzialità notevolmente maggiore 
rispetto alle cellule staminali adulte, più simile a quella delle ESCs. Le AFSCs presentano 
quindi diverse caratteristiche in comune con le ESCs: hanno tempo di duplicazione 
cellulare molto rapido che si mantiene nel tempo grazie al mantenimento dei telomeri; 
esprimo markers di superficie embrionali; quando coltivate in vitro possono dare origine a 
corpi embrioidi, positivi ai markers di tutti e tre i foglietti embrionali; hanno elevata 
capacità differenziativa; sono positive per HLA-I (Delo et al 2006). Per quest’ultimo 
motivo, anche le AFSCs sembrano essere responsabili di una reazione immunitaria da 
parte dell’ospite anche maggiore di quella data dalle ESCs (Chiavegato et al 2007), 
64 
 
probabilmente risolvibili con immunosoppressione dei linfociti T mediante 
somministrazione combinata di ciclosporina A, mofetil micofenolato, leflunomide 
(Wennberg et al 2001). Gli stessi Chiavegato et al (2007), hanno dimostrato come, anche 
se, come affermato successivamente anche da You et al (2008), le AFSCs non portano alla 
formazione di teratomi, a differenza delle cellule embrionali, possano però andare incontro 
a differenziazione indesiderata una volta trapiantate in vivo; gli Autori dimostrarono infatti 
come cellule amniotiche di uomo trapiantate nel cuore di topo andassero incontro ad una 
differenziazione condrogenica indesiderata. 
In medicina veterinaria, gli studi riguardanti il possibile isolamento di cellule 
staminali da liquido amniotico sono davvero esigui. Nel 2001, Kaviani et al isolarono dal 
liquido amniotico di pecora cellule fibroblasto simili, con rapido tempo di duplicazione 
cellulare. Pochi anni dopo, nel 2005, Sartore et al isolarono cellule mesenchimali da 
liquido amniotico di suino e, dopo espansione in vitro, le trapiantarono in un’area cardiaca 
ischemizzata artificialmente. In questo caso però le cellule utilizzate, differenziarono in 
linee cellulari vascolari, ma non diedero origine ad altre strutture, quali sangue, vasi 
linfatici e cardiomiociti, probabilmente a causa della mancata stimolazione in vitro. 
Recentemente, Choi et al (2010), hanno isolato cellule staminali mesenchimali da liquido 
amniotico di cane: le cellule sono risultate positive a Oct4, SOX2, Nanog, SSEA-1, SSEA-
4, CD44, CD29 e CD90, negative per CD34 e si sono dimostrate in grado di andare 
incontro a differenziazione osteogenica, condrogenica ed adipogenica. Non esistono invece 
ad oggi studi circa isolamento, caratterizzazione e differenziazione di cellule staminali 
mesenchimali da liquido amniotico nelle altre specie animali. 
In ogni caso, essendo queste cellule di recente scoperta, occorrono ancora diversi 
studi prima di una loro applicazione clinica su larga scala anche se rappresentano una 
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possibile fonte alternativa di cellule staminali multipotenti sia in medicina rigenerativa 
umana che veterinaria. 
L’amnion è una sottile membrana priva di vasi composta da uno strato epiteliale e 
uno più esterno connettivale che si estendono sopra cordone ombelicale e pelle fetale. 
L’epitelio amniotico è uno strato singolo, ininterrotto di cellule cuboidali in diretto contatto 
con il liquido amniotico, separato dallo strato mesodermico da una lamina basale. Nello 
strato mesodermico, nella parte più vicina allo strato epiteliale è presente uno strato 
acellulare composto da fibre di collagene I e III e da fibronectina. Più in profondità, invece 
sono state osservate cellule mesenchimali fibroblasto simili e rari macrofagi (Parolini et al 
2008). Solo recentemente è stato dimostrato che lo strato mesenchimale dell’amnion 
contiene due subpopolazioni, una con fenotipo cellulare mesenchimale e una invece di 
cellule monocita-simili (Magatti et al 2008). Uno strato spongioso di fibre collagene separa 
il mesoderma amniotico da quello corionico, di composizione simile al precedente 
(Parolini et al 2008). Come detto precedentemente, l’amnion presenta uno strato epiteliale, 
le cui cellule (Amniotic Epithelial Cells: AECs) sembrerebbero esprimere markers di 
staminalità ed avere potenzialità differenziativa in linee cellulari di tutti e tre i foglietti 
germinativi. Per l’isolamento delle cellule epiteliali, la membrana amniotica deve essere 
isolata dal corion e digerita 20-40 minuti con tripsina. Le cellule così isolate aderiscono 
velocemente alla plastica, proliferano per 2-6 passaggi mantenendo forma cuboidale poi la 
proliferazione cessa (Terada et al 2000; Miki et al 2005). Diversi Autori hanno dimostrato 
come la membrana amniotica contenga cellule epiteliali con differenti markers, 
ipotizzando una certa eterogeneità di fenotipi. Immediatamente dopo l’isolamento le AECs 
presentano una positività per antigene leucocitario veramente bassa (Terada et al 2000), 
ma, a partire dal secondo passaggio questa aumenta notevolmente. Ancora queste cellule 
sono positive per SSEA-3 e 4, TRA-1-60 e 1-81 (Miki et al 2005; Miki e Strom 2006), 
66 
 
CD34, CD133, mentre altri markers come c-kit sono negativi o espressi solo da alcune 
cellule ma a livelli molto bassi (Miki et al 2005; Miki e Strom 2006). D’altro lato invece, 
mentre l’espressione iniziale di CD90 è molto bassa, questa aumenta rapidamente durante 
la coltura in vitro (Miki et al 2005; Miki e Strom 2006). Queste cellule esprimo anche 
markers embrionali quali Oct 4 e Nanog (Miki et al 2005). Sakuragawa et al (1996), 
evidenziarono la presenza anche di markers neuronali e gliali; gli stessi Autori riportarono 
successivamente (2000) la differenziazione di queste cellule in epatociti. Wei et al (2003), 
ne dimostrarono invece la possibile differenziazione, quando coltivate per 2-4 settimane in 
presenza di nicotinammide, in un altro tessuto endodermico, quello pancreatico. Di 
maggiore interesse risultano però le cellule dello strato mesodermico di amnion e corion, 
anche se la letteratura riguardante queste ultime è alquanto scarsa. Entrambi i tipi cellulari 
possono essere isolati durante tutte le fasi della gravidanza. Solitamente le cellule di 
origine amniotica (AMSCs) vengono isolate dalla placenta a termine attraverso due step: 1) 
digestione con tripsina per isolare le AECs; 2) digestione con collagenasi (Moore et al 
2003). Dall’amnion a termine gravidanza, nell’uomo, è possibile isolare circa 1x106 
AMSCs e 10 x 106 AECs per grammo di tessuto (Casey et al 1996). Le cellule 
mesenchimali, vengono invece isolate dal corion (CMSCs) dopo rimozione meccanica ed 
enzimatica dello strato trofoblastico con dispasi; successivamente il tessuto corionico 
mesodermico viene poi digerito con collagenasi (Portman-Lanz et al 2006). Sia le AMSCs 
che le CMSCs aderiscono alla plastica e possono essere mantenute in coltura per 5-10 
passaggi successivi. Portman-Lanz  et al (2006) evidenziarono come queste cellule 
proliferino lentamente dopo il secondo passaggio, anche se, nell’uomo, le cellule isolate da 
campioni del primo trimestre di gravidanza proliferano meglio di quelle isolate da 
campioni raccolti a termine gravidanza. Teoricamente dall’amnion a termine potrebbero 
essere isolate oltre 5x108 AMSCs (Alviano et al 2007), mentre in pratica, solitamente 
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vengono isolati circa 4 x 106 cellule per 100 cm2 di materiale di partenza, che 
quadruplicano dopo un mese (secondo passaggio) (Parolini et al 2008). Al microscopio 
elettronico i due tipi cellulari presentano delle differenze strutturali: innanzitutto le AMSCs 
presentano un fenotipo intermedio tra cellule mesenchimali ed epiteliali, probabilmente 
segno di multi potenzialità e non evidenziato nelle CMSCs, più primitive e 
metabolicamente quiescienti. Queste ultime presenterebbero inoltre una maggior 
semplicità citoplasmatica, simile a quelle di cellule ematopoietiche (Pasquinelli et al 2007). 
Entrambi i tipi cellulari presentano markers di superficie simili a quelli delle BMMSCs, e 
sono negative per markers emopoietici (Portman-Lanz et al 2006); inoltre alcuni Autori ne 
riportano la positività a markers quali Oct4, SSEA-3 e 4 (Zhao et al 2005; Alviano et al 
2007), e la negatività all’antigene leucocitario, indice di uno stato immunitario privilegiato 
(Portman-Lanz et al 2006). Sono poi state sottoposte a differenziazione attraverso le 
classiche linee mesodermiche (Portman-Lanz et al 2006; Alviano et al 2005), e le AMSCs 
sono state differenziate anche in linee ectodermiche, quali cellule neurali, endodermiche, 
quali cellule pancreatiche, ed altre linee mesodermiche, quali miociti scheletrici, 






In medicina veterinaria, esiste solo uno studio preliminare di Lange Consiglio et al 
(2010), circa l’isolamento di cellule staminali da membrana amniotica prelevata da tre 
cavalle immediatamente dopo il parto. La membrana è stata digerita con tripsina per 
rimuovere le cellule epiteliali, poi digerita con collagenasi. Le cellule epiteliali 
presentavano forma cuboidale, mentre le AMSCs forma fibroblasto-simile e in entrambi i 
casi la proliferazione andava incontro a decremento a partire dal 5-6 passaggio. Entrambe 
le linee sono risultate positive per CD29, CD105 e CD44, e CD34. In questo studio 
preliminare è poi stata condotta con fine positivo la sola differenziazione osteogenica di 
entrambi in tipi cellulari. 
Sia in medicina umana che veterinaria sono necessari ulteriori studi sull’isolamento e 
la caratterizzazione delle cellule isolabili dagli invogli fetali, ma senza alcun dubbio le 
proprietà evidenziate in queste cellule fino ad ora, la facilità di isolamento, e la 
Fig.17: Potenzialità differenziative delle cellule staminali isolate dalla placenta. 
(Modificato da International Stem Cell Institute 
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disponibilità della placenta quale materiale di scarto, rendono l’amnion un’importante 
fonte di cellule per il trapianto e la terapia rigenerativa. 
 
3.APPLICAZIONI TERAPEUTICHE IN MEDICINA VETERINARIA 
In medicina veterinaria, così come in medicina umana, negli ultimi decenni ha 
assunto sempre maggiore importanza la terapia rigenerativa mediante impiego di cellule 
staminali. Una delle specie animali su cui si sono concentrati particolarmente gli sforzi dei 
ricercatori è senza dubbio la specie equina. In particolare in questa specie il maggior 
numero di studi riguarda l’impiego delle cellule staminali mesenchimali in lesioni tendinee 
e legamentose.  
I tendini uniscono muscolo e segmento osseo permettendo così alle forze generate 
dalla muscolatura di agire sullo scheletro e dare inizio al movimento. Nei grandi 
quadrupedi, come i cavalli, la maggior parte della muscolatura è collocata prossimalmente 
per ridurre il peso il peso sulla parte distale degli arti e rendere la locomozione più 
efficiente. Questo rende i tendini quali flessore superficiale, flessore profondo e legamento 
sospensore molto lunghi. Inoltre il cavallo ha una articolazione metacarpo-falangea 
iperestesa, che fa sì che questi tendini collocati sulla faccia palmare dell’arto, incontrino un 
elevato carico di peso. In aggiunta questi stessi tendini devono assorbire e rilasciare 
energia elastica durante le varie fasi del passo e attutire il salto, fattori che li rendono 





Le tendiniti e le desmiti sono infatti le patologie più comuni riscontrate in cavalli 
sportivi (Gaughan 1994; Goodship et al 1994; Dyson 1997). Questo tipo di lesioni porta 
ogni anno a gravi perdite economiche per l’industria equina dovute ad una calo delle 
performance sportive, riabilitazioni prolungate e recidive; lesioni gravi o ricorrenti 
possono perfino portare al prematuro ritiro dalle gare e occasionalmente ad eutanasia 
(Rossdale et al 1985). Nei cavalli trottatori le lesioni a carico del tendine flessore 
superficiale sono stimate 8-30% di tutte le lesioni dei cavalli sportivi (Rossdale et al 
1985; Genovese 1993), e la recidiva dopo il rientro in gara è molto alta, pari al 43-93% 
dei casi (Dyson 1997; Genovese et al 1996). Mentre l’alta frequenza di queste patologie è 
dovuta come detto precedentemente all’anatomia dell’arto, il lungo tempo necessario alla 
Fig.18: Anatomia dell’ arto anteriore di cavallo (Smith e Goodship 2004) 
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guarigione e le frequenti recidive sono dovuti principalmente alla composizione del 
tendine caratterizzata da una grande quantità di matrice extracellulare sorretta da un 
relativamente basso numero di fibroblasti altamente differenziati. Dal momento che una 
noxa flogogena agisce sul tendine, si attivano una serie di eventi, molto simili a quelli che 
si rilevano a livello di tessuti molli, come la cute, e che esitano nella formazione di 
tessuto fibroso. A seguito di una lesione tendinea acuta si ha la comparsa di un’emorragia 
intratendinea che è subito seguita da edema ed infiltrazione di macrofagi che hanno il 
compito di rimuovere il tessuto necrotico. La reazione infiammatoria acuta ha vita breve, 
solitamente si parla di qualche giorno, dopo di che i macrofagi e le piastrine infiltrate nel 
tessuto liberano fattori di crescita e citochine in grado di esercitare un’azione 
chemiotattica e proliferativa sui fibroblasti incoraggiandone la sintesi di collagene di tipo 
I, III e IV che andrà a formare il tessuto cicatriziale. In breve tempo, quindi, la 
deposizione di fibroblasti sostituisce la flogosi acuta, raggiungendo il massimo di attività 
dopo circa 3-6 mesi dall’infortunio. La fibroplasia è sempre associata a una 
neovascolarizzazione intensa, cui segue una infiltrazione cellulare massiva (Kristoffersen 
et al 2005). L’infiltrazione cellulare che si osserva, sembra essere inizialmente data da 
cellule infiammatorie della linea bianca coinvolte nella fagocitosi dei detriti generati dal 
tendine danneggiato; in un secondo tempo si ha l’intervento di cellule provenienti dai 
tessuti circostanti e in particolare dal periteonio, la struttura costituita da connettivo lasso 
che forma un rivestimento protettivo intorno ai vasi ed ai nervi del tendine (Kajikawa et 
al 2007). Questo processo esita nella formazione di tessuto cicatriziale che riesce a 
fornire solamente una restitutio anatomica al tendine. La restitutio funzionale purtroppo 
non può essere garantita, in quanto la cicatrice ha una composizione ed una 
organizzazione tissutale profondamente alterata rispetto al tendine originale. Il collagene 
che si forma nella cicatrice, infatti, è organizzato in maniera differente dall’originale 
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causando una deficienza strutturale persistente della matrice e di conseguenza un calo 
qualitativo delle caratteristiche meccaniche del tendine (Dahlgren 2005; Wang 2006). Il 
tessuto cicatriziale col tempo può arrivare ad avere una resistenza alla trazione molto 
simile al tendine sano, ma non raggiungerà mai lo stesso grado di elasticità. Questo 
deficit è la causa delle ridotte perfomance dei cavalli rimessi al lavoro dopo il trauma, ed 
anche dell’elevata percentuale di recidive. Negli anni, le proposte terapeutiche per 
arrivare alla guarigione delle tendinopatie, sono state numerose e varie, ma nessuna di 
queste è risultata preferibile, con sufficiente attendibilità scientifica, al tradizionale riposo 
in box (Smith 2008). Ad esempio la somministrazione di inibitori della lisil-ossidasi e di 
beta-aminoproprionitrile fumarato era stata accolta con favore, in quanto queste sostanze 
sono in grado di aumentare la funzionalità del tessuto cicatriziale, ritardando la 
formazione dei legami crociati a livello delle fibre collagene (Smith et al 2003). Ulteriori 
studi, però hanno messo in evidenza la manifestazione di alcuni effetti collaterali, in più 
bisogna considerare che il tessuto cicatriziale, anche se migliorato nelle sue 
caratteristiche strutturali, non sarà mai efficiente come il tessuto tendineo sano. Per questi 
motivi è necessario sostituire il tessuto danneggiato con una matrice il più possibile 
simile al tendine normale e il meno possibile simile a tessuto cicatriziale. L’obiettivo 
della medicina rigenerativa è proprio quello di ricostruire la normale architettura tendinea 
e la normale funzione biomeccanica del tendine leso. Nel cavallo oggi l’interesse clinico 
è prevalentemente rivolto all’applicazione di cellule staminali mesenchimali da tessuto 
adiposo o midollo osseo. Ad oggi esistono tre metodiche per il trattamento di lesioni 
tendinee e legamentose con BMMSCs: 
1. Iniezione diretta di midollo osseo in toto immediatamente dopo l’aspirazione dallo 
sterno: l’aspirazione viene pratica per via ecoguidata circa al centro dello sterno per evitare 
lo spazio tra due sternebre, che porterebbe ad aspirazione negativa, o l’introduzione 
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dell’ago causalmente allo sterno con conseguente perforazione cardiaca. (Fortier e Smith 
2008) (Fig.19).  
 
 
Per l’aspirazione viene utilizzato un ago da biopsia midollare (Jamshidi) dotato di 
doppio stiletto e impugnatura a T, di dimensioni 11 G (Fig.20). Idealmente il punto 
tendineo di iniezione dovrebbe essere preparato in modo asettico prima di effettuare 
l’aspirazione midollare in modo da effettuare il trasferimento immediatamente dopo e non 
utilizzare anticoagulanti.  





Il primo ad effettuare questo tipo di terapia in caso di tendinite nella specie equina fu 
Herthel nel 2001: l’Autore riporta come i cavalli con desmite del legamento sospensore 
andassero incontro a miglioramento dopo l’inoculo di midollo osseo in toto nella sede della 
lesione. I vantaggi legati a questo approccio terapeutico possono essere diversi: la 
semplicità di esecuzione; la possibilità di effettuare la terapia immediatamente al momento 
della diagnosi; i costi relativamente bassi; le MSCs inoculate dovrebbero andare incontro a 
differenziazione in fibroblasti tendinei o legamentosi maturi sotto l’influenza di specifici 
segnali tissutali e produrre matrice appropriate per la riparazione (Pelled et al 2004); 
inoltre, essendo il midollo ricco di fattori di crescita, questi dovrebbero stimolare la 
guarigione tendinea e legamentosa. Esistono però anche diversi svantaggi (Smith et al 
2003): innanzitutto l’esiguo numero di MSCs presenti, inadeguato per ottenere un successo 
terapeutico; nell’aspirato midollare possono essere presenti spicole ossee residue che 
potrebbero danneggiare la porzione sana del tendine; la presenza di adipociti potrebbe 
determinare un rallentamento nel processo di guarigione; infine il volume elevato (20-30 
Fig.20: Ago Jasmidi (Fortier e Smith 2008). 
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ml) dell’aspirato midollare potrebbe determinare un danno meccanico della matrice 
tendinea, provocando un incremento della pressione interna e successiva formazione di una 
maggiore quantità di tessuto cicatriziale (Dahlgren 2005). 
2. Centrifugazione dell’aspirato midollare e successiva inoculazione: 60 ml di 
aspirato midollare diluito con anticoagulante vengono centrifugati con una centrifuga 
Harvest Tech II per 14 minuti in modo da concentrare le cellule mononucleate, comprese 
le MSCs (Radcliffe et al 2006). Sembra che questa procedura possa portare ad una 
concentrazione di 12 volte delle MSCs (Radcliffe et al 2006). Il concentrato di aspirato 
midollare ha anche altri vantaggi, tra cui l’applicabilità al momento della diagnosi della 
lesione, e la co-presenza di tre fattori fondamentali: scaffold, fattori di crescita e cellule 
staminali (Smith et al 2006; Schnabel et al 2007). 
3. Espansione delle BMMSCs in laboratorio per 3-4 settimane, fino ad ottenere 
una concentrazione di almeno 10x106. Al momento del trapianto, le cellule così espanse 
possono essere ri-sospese in surnatante di midollo osseo ricco di fattori di crescita (Smith 
et al 2006; Schnabel et al 2007) (Fig.21).Gli svantaggi sono dati prevalentemente dai costi 
elevati e dal tempo che intercorre tra aspirazione midollare e trapianto cellulare (Fortier e 
Smith 2008). Mentre i vantaggi legati a questa tecnica sono dati dalla purezza delle cellule 
inoculate e dall’elevato numero di cellule disponibile; è infatti stato ipotizzato che 
l’inoculo di cellule mesenchimali in numero superiore rispetto a quello presente 
normalmente all’interno del tendine possa avere un effetto positivo. Tale ipotesi è 
supportata dall’apparente scarsa capacità differenziativa delle cellule di origine tendinea 
(Strassburg et al 2006) e dalla natura della lesione stessa che invariabilmente risulta in una 
cavità chiusa che può contenere le MSCs impiantate e funzionare come scaffold 
caratterizzato anche da una buona vascolarizzazione assicurata dal tessuto di granulazione 
e da un ambiente meccanicamente appropriato e ricco di fattori di crescita. Inoltre le MSCs 
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equine selezionate in laboratorio si sono dimostrate in grado di produrre una matrice 
extracellulare ben ordinata, e quando trapiantate in tendine sopravvivono, proliferano ed 
invadono il tessuto esprimendo geni tipici dei tenociti (Richardson et al 2007). Secondo 
quanto riportato da Dyson (2004), il numero di cavalli soggetti a recidive, anche a carico 
dell’arto contro laterale, dopo impiego di cellule staminali mesenchimali scende dal 56% al 
13%. Ferris et al (2009), con uno studio effettuato su cavalli sportivi con lesioni tendinee, 
durato due anni, evidenziarono come l’85% dei cavalli trattati ritornava al lavoro e di 
questi  il 51% riprendeva con risultati pari o migliori dei precedenti, il 34% invece 
presentava risultati inferiori e solo il 15% non era in grado di riprendere l’attività sportiva. 
Risultati simili sono stati pubblicati anche da Pacini et al nel 2007: in particolare gli Autori 
evidenziarono come 9 di 11 cavalli con lesione del tendine flessore superficiale, trattai con 
BMMSCs presentassero una immagine ecografica tendinea eccellente 3-6 mesi dopo il 
trattamento e riprendessero l’attività sportiva con buoni o ottimi risultati e senza recidive 
9-12 mesi dopo. Al contrario invece tutti i cavalli impiegati come controllo e trattati con 
protocolli classici, andarono incontro a recidiva dopo 12 mesi dal trattamento. 
Fortier e Smith (2007), visualizzarono ecograficamente come maggiore sia la 
distanza tra diagnosi e inoculo, maggiore sia la quantità di tessuto fibroso che si forma 
all’interno del tendine, fattore questo che può compromettere l’esito della terapia. Secondo 
quanto riportato dagli stessi Autori il momento migliore per l’inoculo di cellule staminali 
mesenchimali sarebbe immediatamente dopo il primo periodo caratterizzato da 
infiammazione, prima che si formi tessuto cicatriziale. Per ovviare all’inconveniente tempo 
legato all’impiego di BMSCs, possono esserci due alternative: la prima può essere 
l’istituzione di una banca di cellule per la conservazione di BMMSCs di cavalli sportivi, la 
seconda invece può essere l’impiego di MSCs di altri cavalli ed in particolare di MSCs 
isolate da tessuto adiposo. Queste cellule infatti si sono dimostrate in grado di riparare 
77 
 
lesioni tendinee così come quelle isolate da midollo osseo, anche se ad oggi ancora non 
esistono studi effettuati su follow up di 2 anni come per il midollo osseo (Dahlgren e 
Nixon 2006; Fortier e Smith 2008). In ogni caso l’inoculo di cellule allogeniche non ha 
prodotto reazioni immunitarie cellulo-mediate nell’ospite; Gueste et al (2008), segnalarono 
come dopo trapianto di cellule staminali mesenchimali non fossero evidenti né sintomi 
infiammatori, dolore o calore della parte, né, all’esame istologico, vi fosse una differenza 
nel numero di leucociti presenti tra lesioni trattate con cellule autologhe e lesioni trattate 
con cellule eterologhe. Un altro aspetto positivo dell’impiego di cellule eterologhe sia di 
grasso che, e soprattutto di midollo osseo, è dato dal possibile superamento dei limiti 




Nel 2007 Wilke et al utilizzarono BMMSCs nella terapia di lesioni cartilaginee a  
carico dell’articolazione femoro-patellare. Gli autori riportarono risultati piuttosto 
ambigui: da quanto evidenziato infatti le BMMSCs migliorerebbero la riparazione della 
Fig.21: Approccio terapeutico mediante inoculo di cellule staminali nel tendine flessore superficiale di 
cavallo; da sinistra in senso orario: aspirazione di midollo osseo dallo sterno; isolamento e coltura di MSCs; 
risospensione di 10x106 cellule in supernatante di midollo osseo; inoculo (Fortier e Smith 2007) 
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lesione solo nei primi trenta giorni post-impianto, mentre i controlli eseguiti dopo 8 mesi 
non hanno evidenziato differenze sostanziali neppure a livello istologico tra cavalli 
trattati e cavalli non trattati utilizzati come controllo. Nel 2008, Amaddeo e Canonici, 
riportarono il trattamento di una cisti ossea subcondrale nel femore di un cavallo di 5 anni 
sottoposto senza successo a ripetute artroscopie. Le cellule vennero messe, mediante 
l’ausilio dell’artroscopia, all’interno della cavità cistica; dopo 40 giorni dal trattamento 
l’esame radiografico mise in evidenza una riduzione della cisti e 8 mesi dopo il cavallo 
non presentava alcun segno di zoppia. 
Nonostante i risultati incoraggianti ottenuti, non esistono ancora prove certe ed 
inconfutabili dell’efficacia di questi trattamenti; per questo saranno necessari altri trials 
clinici accompagnati da ricerche di laboratorio prima di poter convalidare i risultati 
ottenuti con questa nuova terapia. 
Oltre all’apparato muscolo scheletrico, oggi si sta studiando l’effetto delle cellule 
staminali anche nella terapia di altre patologie nella specie equina. Carstanjen e al, nel 
2006 utilizzarono BMMSCs in un caso di palatoschisi: le cellule vennero inoculate dopo 
aggiustamento chirurgico del difetto al fine di valutare un miglioramento della 
riparazione e soprattutto una riduzione di recidive che sono molto frequenti e inficiano il 
risultato dell’intervento. I risultati ottenuti furono incoraggianti, con una correzione del 
difetto del 90%. All’istologia, le cellule iniettate marcate con 5-bromo-2-desoxymidine 
(BrdU) e con chloromethylbenzamido-DiI-derived (cm-DiI) sono state evidenziate da 
un’intensa colorazione per entrambe i reagenti dimostrando un’integrazione delle cellule 
nel tessuto cicatriziale.  
Tra gli animali domestici un’altra specie in cui gli sforzi dei ricercatori si stanno 
concentrando sull’applicazione di cellule staminali è la specie canina, utilizzata quale 
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modello per diverse patologie umane quali lesioni spinali, diabete, infarto cardiaco, 
lesioni osteo articolari e dentali.  
Anche se si ritiene che la maggior parte del dolore a carico della schiena  si crede 
sia determinato da una degenerazione del disco intervertebrale, i dettagli della 
degenerazione discale non sono ancora del tutto chiariti. Istologicamente, un disco 
normale è costituito da un nucleo centrale polposo sorretto da un anello fibroso. Il nucleo 
polposo è formato principalmente da fibre collagene di tipo II caratterizzate da 
abbondante acqua e proteoglicani extracellulari. Al contrario, l’anello fibroso è composto 
da anelli concentrici di collagene di tipo I (Hayes et al 2001; Horner et al 2001). I 
trattamenti utiliazzati per la terapia di patologie discali sono diversi e per lo più 
chirurgici; questi però sono spesso accompagnati da problemi postoperatori legati 
all’instabilità dei dischi intervetebrali adiacenti (Lee 1988; Hilibrand et al 1999). Per 
questo le nuove frontiere terapeutiche hanno come obiettivo il mantenimento del 
movimento attraverso il controllo della degradazione discale. Anche se non esistono 
markers specifici per il nucleo polposo e l’anello fibroso, questi hanno caratteristiche 
cellulari simil-cartilaginee (Sive et al 2002); per questo data la potenzialità differenziativa 
delle MSCs gli sforzi dei ricercatori si stanno concentrando sulla loro applicabilità in tali 
patologie. Lim et al nel 2007, utilizzarono cellule isolate da cordone ombelicale in 
animali con lesione spinale indotta. Gli Autori riportarono un miglioramento di 
funzionalità e sensibilità negli animali sottoposti a trapianto allogenico di MSCs da 
sangue cordonale, anche alla risonanza magnetica e all’istologia non venne evidenziata 
una rigenerazione tissutale, ma nemmeno un incremento del danno o presenza di reazione 
infiammatoria post-trapianto. Ancora venne evidenziata la formazione di nuove fibre 
neuronali e i risultati ottenuti portarono gli Autori ad affermare che l’impianto di MSCs 
porti comunque ad un recupero della funzione nervosa in animali con danno spinale. 
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Hiyama et al (2007), dopo trapianto di BMMSCs in cani con lesione discale, non 
riportarono una guarigione completa ma osservarono comunque un netto miglioramento 
rispetto agli animali sottoposti a trattamento tradizionale. A carico dell’apparato 
locomotore sono diversi gli studi effettuati su questa specie così come su quella equina. 
Oltre il 20% dei cani sono affetti da osteoartrite dell’articolazione coxofemorale che 
provoca intenso dolore. Tale patologia è caratterizzata dalla degenerazione della 
cartilagine articolare con perdita di matrice, fibrille e formazione di fessure fino alla 
perdita completa della superficie cartilaginea. Tutto questo è determinato da una 
sovraproduzione da parte dei condrociti di enzimi digestivi e mediatori pro-infiammatori 
che porta a un bilancio a favore del catabolismo anziché dell’anabolismo. L’impiego di 
antiinfiammatori non steroidei, largamente impiegati per il trattamento di questa 
patologia, spesso non porta ad una completa risoluzione del dolore. Black et al nel 2007 e 
successivamente nel 2008 effettuarono impianti di cellule staminali isolate da tessuto 
adiposo in cani con questa patologia ottenendo importanti risultati in termini di riduzione 
del dolore e ripresa dell’attività motoria. Risultati soddisfacenti sono stati raggiunti anche 
da Jang et al mediante applicazione di MSCs isolate da sangue cordonale in cani con 
lesioni ossee indotte. Infatti gli Autori evidenziarono un miglioramento della radioopacità 
del segmento osseo leso dopo impianto e istologicamente venne evidenziata una maggior 
deposizione di matrice ossea nei cani trattati con MSCs.  
Recentemente diversi studi sono stati effettuati circa l’impiego di cellule staminali 
mesenchimali in animali infartuati. Vela et al (2009), hanno effettuato uno studio 
istologico sul ruolo delle MSC nei processi di riparazione nella fase subacuta di infarto 
miocardico nel cane. Sette giorni dopo l’occlusione dell’arteria coronaria sinistra, i cani 
hanno ricevuto, per via transendocardiaca o intracoronarica, l’inoculo di 100x106 
BMMSCs allogeniche marcate con DAPI (4'-6-diamidino-2-phenylindole). All’autopsia 
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eseguita 21 giorni dopo, gli Autori hanno evidenziato negli animali trattati, rispetto al 
controllo, minori aree necrotiche e maggior deposizione di matrice extracellulare, a 
conferma del fatto che in fase infartuale subacuta le MSCs agiscono positivamente sulla 
riparazione tissutale, apparentemente attraverso differenziazione in cellule differenti dalle 
cellule cardiache mature (Vela et al 2009).  
Altra patologia di grande interesse anche per la medicina umana è il diabete. Uno 
studio effettuato da Zhu et al nel 2009, ha evidenziato come l’inoculo intraepatico di 
BMMSCs autologhe in cani con diabete sperimentalmente indotto, porti ad un 
incremento del peso corporeo dell’11% circa e livelli medi di glucosio nel sangue di 9,78 
±3,11 mmol/L a 112 giorni dal trattamento rispetto alle 22,5±3,22 mmol/L degli animali 
non trattati, anche se in ogni caso manca una efficienza delle isole pancreatiche. 
Indubbiamente sono necessari ulteriori studi circa gli effetti della terapia cellulare in 
soggetti diabetici, ma, da come si evince da questo studio, può essere considerata una 
valida alternativa nello studio del diabete di tipo I. 
Nonostante i risultati positivi fin qui ottenuti nell’applicazione clinica delle cellule 
staminali negli animali domestici sono necessari ulteriori studi circa i loro possibili 
impieghi non solo nella specie equina e canina ma anche su altre specie di interesse 








1. ISOLAMENTO, DIFFERENZIAZIONE, CARATTERIZZAZIONE E 
APPLICAZIONI CLINICHE DI CELLULE STAMINALI MESENCHIMALI 
ISOLATE DA TESSUTO ADIPOSO E MIDOLLO OSSEO NELLA SPECIE EQUINA 
1.1 Materiali e Metodi 
 
1.1.1 Prelievo dei campioni e isolamento delle cellule 
I campioni di tessuto adiposo e midollo osseo sono stati prelevati in parte da animali 
afferenti al Servizio di Ricovero e Accettazione Grossi Animali e di Chirurgia del 
Dipartimento Clinico Veterinario, Università di Bologna, a seguito di zoppia; la restante 
parte è stata invece prelevata da soggetti stabulati presso la scuderia d’origine. In 
quest’ultimo caso il prelievo e il successivo inoculo sono stati effettuati in loco dal medico 
veterinario di referenza. Tutte le procedure sugli animali sono state effettuate in accordo 
con il DL 116/92, e previa approvazione del Comitato Etico dell’Università di Bologna e 
del Ministero della Salute. 
Tutti i reagenti utilizzati sono stati acquistati presso Sigma-Aldrich (Saint Louis, 
MO, USA) se non diversamente specificato. Piastre, provette e flask utilizzate sono stati 
acquistati presso Sartstedt Inc. (Newton, NC, USA). 
 
1.1.1.1 Tessuto adiposo 
Per il prelievo di tessuto adiposo, data la quantità di materiale disponibile, l’assenza 
di grossi vasi e la facilità di accesso, è stata scelta l’area sottocutanea al disopra del 
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muscolo gluteo dorsale. Gli animali sono stati sottoposti a sedazione con acepromazina 
(30µg/Kg; Prequillan, Fatro, Bologna, Italia), detomidina (10µg/Kg; Domosedan, Orion 
Corporation, Finlandia) e butorfanolo (30µg/Kg; Dolorex, Intervet, Milano, Italia) e 
successivamente si è provveduto all’infiltrazione sottocutanea con lidocaina al 2% (Fort 
Dodge Animal Health, USA). Previa rasatura, pulizia e disinfezione dell’area, 
parallelamente alla spina dorsale e a 15 cm di distanza da questa è stata effettuata 
un’incisione di 10 cm in lunghezza, tale da evidenziare il tessuto adiposo presente. Il 
tessuto così prelevato è stato quindi posto in una provetta sterile da 50 ml e immerso in 
PBS addizionato con antibiotici (100 UI/ml penicillina, 100 µg/ml streptomicina) e 
mantenuto a +4°C per un tempo massimo di 12 ore. La cute è stata successivamente 
suturata con monofilamento in nylon e gli animali sottoposti a terapia antibiotica e 
antiinfiammatoria per tre giorni (ampicillina 5mg/Kg/die; Vetamplius, Ati, Bologna, Italia; 
flunixina sale di meglumina 1,1 mg/Kg; Meflosyl, Fort Dodge Animal Health, USA). 
Una volta in laboratorio i campioni sono stati lavati per tre volte con una soluzione 
di PBS e antibiotici, quindi pesati e tagliati con forbici sterili in pezzetti di circa 1 cm2. Il 
materiale ottenuto è stato quindi immerso in una soluzione allo 0,1% di collagenasi di 
tipo IV (GIBCO®, Invitrogen Corporation, Carlsbad, California, USA) in PBS (1ml di 
soluzione/1g di campione) e posto a bagno maria a 37°C per 1-2 ore. Dopo questo 
periodo di tempo, per neutralizzare l’enzima, il tessuto digerito è stato diluito 1:1 con 
terreno di coltura costituito da DMEM/TCM199 (1:1), 10% FBS (GIBCO®, Invitrogen 
Corporation, Carlsbad, California, USA), 100 UI/ml penicillina e 100 µg/ml 
streptomicina. La soluzione ottenuta è stata quindi filtrata, per eliminare i pezzi di tessuto 
non digeriti, e sottoposta a centrifugazione a 1500 rpm (Heraeus Megafuge 1.0R) per 10 
minuti. Il pellet così ottenuto è stato lavato per tre volte in terreno di coltura mediante 
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centrifugazione a 1500 rpm per 10 min, quindi si è provveduto a contare le cellule 
mediante emocitometro.  
 
 1.1.1.2 Midollo Osseo 
I campioni di midollo osseo sono stati ottenuti mediante aspirazione con ago da 
biopsia midollare Jamshidi di 11 G dall’ala dell’ileo. Gli animali sono stati sottoposti a 
sedazione con acepromazina (30µg/Kg; Prequillan, Fatro, Bologna, Italia), detomidina 
(10µg/Kg; Domosedan, Orion Corporation, Finlandia) e butorfanolo (30µg/Kg; Dolorex, 
Intervet, Milano, Italia) e successivamente si è provveduto all’infiltrazione sottocutanea 
con lidocaina al 2% (Fort Dodge Animal Health, USA). L’area è quindi stata rasata, pulita 
e disinfettata prima di procedere con l’aspirazione del materiale midollare in siringhe sterili 
da 60 ml (IMI, Padova, Italy) contenenti 2 ml di eparina (Eparina Vister 5000 UI/ml. 
Marvecspharma, Milano). Dopo il prelievo, gli animali sono stati sottoposti a terapia 
antibiotica e antiinfiammatoria per tre giorni (ampicillina 5mg/Kg/die; vetamplius, Ati, 
Bologna, Italia; flunixina sale di meglumina 1,1 mg/Kg; Meflosyl, Fort Dodge Animal 
Health, USA). 
Una volta in laboratorio i campioni sono stati diluiti 1:1 con PBS addizionato di 
antibiotici e sottoposti a centrifugazione a 1500 rpm per 15 minuti. Il surnatante è quindi 
stato rimosso e il pellet risospeso in 5ml di terreno di coltura. Per separare la componente 
cellulare nucleata e i globuli rossi, il campione è stato posto su 5 ml di una soluzione di 
Percoll (particelle di silice rivestite di polivinilpirolidone) al 70% in una provetta da 50 
ml. La centrifugazione è stata effettuata a 3000 rpm per 30 minuti. Le cellule a livello di 
interfaccia tra le due soluzioni sono state aspirate e, per eliminare i cristalli di Percoll 
dannosi per le cellule, lavate per 3 volte con terreno di coltura mediante centrifugazione a 
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1500 rpm per 10 minuti. Dopo tale procedura si è provveduto a contare le cellule 
mediante emocitometro.  
 
1.1.2 Espansione cellulare in vitro 
Per tutte e due le linee cellulari, le cellule primarie sono state seminate in flask da 
25 cm2 ad una densità di 5 x 104 cellule per cm2 e incubate in atmosfera umidificata a 
38.5°C in 5% CO2. Il terreno di coltura è stato cambiato per la prima volta dopo 48 ore e 
successivamente due volte a settimana fino ad ottenere una confluenza pari all’80%. A 
questo punto le cellule sono state staccate dalla flask mediante digestione enzimatica con 
una soluzione allo 0.05 % di tripsina; dopo un tempo massimo di 10 minuti, la tripsina è 
stata inattivata mediante aggiunta di 5ml di medium di coltura addizionato 10% di FBS, 
quindi la soluzione cellulare ottenuta è stata posta in provette da 10 ml e centrifugata per 
6 minuti a 700 rpm. Una volta eliminato il surnatante, il pellet è stato diluito con 1 ml di 
terreno di coltura, le cellule contate con un emocitometro e riseminate come “Passaggio 
1” (P1) ad una densità di 25 x 103 cellule/cm2. Per i passaggi successivi le cellule sono 
state poste in flask da 25 cm2 a 25x 103/cm2 e lasciate moltiplicare per 6/7 giorni fino al 
raggiungimento di una confluenza del 90% prima della tripsinizzazione e successivo 
passaggio. Il tempo di duplicazione cellulare, il numero di duplicazioni cellulari e il 
tempo di coltura cellulare, sono stati calcolati per ogni passaggio utilizzando le due 
formule seguenti (Vidal et al., 2007):  
CD = ln (Nf / Ni) / ln (2)                                      (1) 
DT = CT / CD                                      (2) 
CD numero di duplicazioni cellulari  
Nf numero finale di cellule 
Ni numero iniziale di cellule 
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DT tempo di duplicazione cellulare 
CT tempo di coltura cellulare 
I dati sono espressi come media ± deviazione standard e sono stati analizzati mediante 
ANOVA (Statistica for Windows-Stat Soft Inc., Tulsa, Oklaoma, USA). Le differenze 
sono state considerate significative per P<0.05. 
 
1.1.3 Differenziazione in vitro 
  
1.1.3.1 Differenziazione Condrogenica 
Le cellule espanse al passaggio P3 dopo lavaggio con PBS, sono state sottoposte a 
tripsinizzazione e successiva centrifugazione a 700 rpm per 6 minuti. Dopo conta 
cellulare, 5 x 103 cellule/cm2 sono state risospese in 2 ml di medium di coltura e poste in 
piastre 6 well in incubatore a 38.5°C in atmosfera umidificata al 5% CO2 per 24 ore al 
fine di ottenere l’adesione cellulare. Dopo questo periodo di tempo il medium è stato 
sostituito con medium da differenziazione condrogenica consistente in TCM199/DMEM, 
100 UI/ml di penicillina, 100 µg/ml di streptomicina, 6.25 µg/ml di insulina, 50 nM di 
acido ascorbico, 0.1 µM di desametazone, 10 ng/ml hTGF-β1 (PeproTech, UK) e 1% 
FBS (Mizuno e Hyakusoku, 2003). Le cellule sono quindi state coltivate in monostrato a 
38,5°C al 5% di CO2 per 21 giorni e il medium da differenziazione è stato cambiato 
completamente due volte a settimana. Passate le tre settimane di coltura, le cellule sono 
state fissate in formalina al 10% per un’ora a temperatura ambiente; successivamente è 
stato effettuato un lavaggio con acqua demineralizzata e le cellule sono state colorate con 
una soluzione in acido acetico di Alcian Blu (1% in una soluzione al 3% di acido acetico; 
pH 2.5) per 15 minuti a temperatura ambiente. Dopo questo tempo la soluzione di Alcian 
Blu è stata rimossa e le cellule lavate per tre volte con una soluzione di acido acetico al 
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3% al fine di eliminare i residui di colorante. La colorazione impiegata colora in blu i 
depositi di glicosaminoglicani intra ed extra cellulari caratteristici della condrogenesi.  
 
1.1.3.2 Differenziazione Osteogenica 
Le cellule espanse al passaggio P3 sono state lavate con PBS, sottoposte a 
tripsinizzazione e successiva centrifugazione. Una volta diluito il pellet ottenuto con 1 ml 
di medium da coltura e contate le cellule, queste sono state poste in piastre 6 well alla 
densità di 5 x 103 cellule/cm2 in 2 ml di terreno di coltura per 24 ore al fine di ottenere 
l’adesione cellulare. Passato questo tempo, il terreno è stato sostituito con medium da 
differenziazione consistente in TCM199/DMEM, 100 UI/ml di penicillina, 100 µg/ml di 
streptomicina, 10% di FBS, 10 mM di β-glicerofosfato, 0.1 µM di desametazone, 50 µM 
di acido ascorbico (Mizuno e Hyakusoku, 2003). Le cellule sono state coltivate, a 38.5°C 
in atmosfera umidificata al 5% CO2, in monostrato per tre settimane e il medium è stato 
completamente cambiato due volte a settimana. 
L’avvenuta osteogenesi, caratterizzata dai depositi di calcio, è stata evidenziata 
dopo tre settimane di coltura utilizzando la colorazione di von Kossa e Alizarin Red. Per 
la colorazione di von Kossa, le cellule sono state fissate in una soluzione di formalina al 
10% per un’ora a temperatura ambiente, quindi lavate con acqua bidistillata, ricoperte 
con una soluzione al 5% di nitrato di argento e successivamente esposte alla luce gialla 
per 15 minuti. I depositi di calcio fosfato si colorano di nero. Per effettuare la colorazione 
Alizarin Red, le cellule sono invece state fissate per un’ora a temperatura ambiente in una 
soluzione di etanolo al 70%; successivamente sono state lavate con acqua bidistillata 
quindi ricoperte con una soluzione al 2% di Alizarin Red per 30 minuti. Dopo 4 lavaggi 




1.1.3.3 Differenziazione Adipogenica 
Al passaggio P3 di coltura, le cellule, dopo tripsinizzazione e successiva 
centrifugazione sono state poste in piastre 6 well ad una densità di 5 x 103 cellule/cm2 in 
2 ml di medium di coltura per 24 ore per farsì che le cellule aderissero alla piastra. Dopo 
24 ore il medium è quindi stato sostituito con terreno da differenziazione adipogenica 
costituito da TCM199/DMEM, 100 UI/ml di penicillina, 100 µg/ml di streptomicina, 
15% di siero di coniglio, 1 µM di desametazone, 0.5 mM di isobutil-metilxantina, 10 mM 
di insulina, 0.2 mM di indometacina, (Mizuno e Hyakusoku 2003; Koch et al 2007). Le 
cellule sono state coltivate in monostrato a 38.5°C in atmosfera umidificata al 5% di CO2. 
Dopo 74 ore, il medium è stato sostituito da medium nuovo privo di isobutil-
metilxantina, e successivamente le cellule sono state mantenute in coltura per 21 giorni e 
il terreno sostituito 2 volte a settimana (Schuh et al 2009). Dopo questo periodo di tempo 
le cellule sono state fissate con una soluzione al 10% di formalina per 1 ora a temperatura 
ambiente, quindi lavate con acqua bidistillata e successivamente con isopropanolo al 60% 
per 5 minuti e quindi colorate con una soluzione di Oil Red O (0.3% in isopropanolo 
60%) per 5 minuti. Passato questo tempo la soluzione di colorante è stata rimossa e le 
cellule lavate con acqua bidistillata. I vacuoli lipidici vengono colorati in rosso. 
 
Differenziazione Medium Siero % Supplementi 
Controllo DMEM-TCM199 
10% 





100 UI/ml penicillina, 100 µg/ml streptomicina, 1 µM 
desametazone, 0.5 mM isobutil-metilxantina, 10 mM 




100 UI/ml penicillina, 100 µg/ml streptomicina, 10 mM 





100 UI/ml penicillina, 100 µg/ml streptomicina, 6.25 
µg/ml insulina, 50 mM acido ascorbico, 0.1 µM 
desametazone, 10 ng/ml hTGF-β1 
  Tab.1: Medium impiegati per la differenziazione adipogenica, osteogenica e condrogenica di tutte le 
linee cellulari isolate. 
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1.1.4 Caratterizzazione molecolare 
Una volta raggiunto il passaggio P3, le cellule sono state inoltre sottoposte a 
caratterizzazione molecolare. Per questo sono state lavate con PBS e staccate dalla 
superficie della piastra mediante a tripsinizzazione per massimo 10 minuti; 
successivamente la tripsina è stata inattivata con PBS+10%FBS, e le cellule sono state 
lavate mediante centrifugazione a 600 rpm per 5 minuti per due volte. Dopo 
l’eliminazione del surnatante, il pellet è stato sospeso in 100 µl di Intraprep Kit Reagent 1 
(Beckman Coulter, Miami, FL, USA) e incubato per 15 minuti a temperatura ambiente. 
Successivamente sono stati aggiunti 4 ml di PBS e la soluzione è stata centrifugata a 600 
rpm per 5 min. Il pellet di cellule ottenuto, risospeso in 100 µl di PBS è stato incubato per 
20 minuti a temperatura ambiente con anticorpi CD105, CD90, CD44, CD45, CD34, 
CD14 e CD73 direttamente coniugati con FITC o APC (Beckman Coulter, Miami, FL, 
USA). Sono stati utilizzati appropriati isotopi coniugati di controllo (Beckman Coulter, 
Miami, FL, USA). Dopo colorazione, le cellule sono state lavate per due volte con PBS e 
l’intensità della fluorescenza è stata valutata con citofluorimetro dotato di doppio laser 
FC500 (Beckman Coulter, Miami, FL, USA) e i risultati successivamente analizzati con 
programma CXP. 
  
1.2 Applicazioni Cliniche 
Caso Clinico 1: 
Segnalamento: 
Cavallo di razza Sella Italiano, maschio intero, di 2 anni di età, peso 450 kg. 
Anamnesi: 
Il medico veterinario referente è stato chiamato dal proprietario dopo che, a seguito 
di un allenamento, l’animale ha presentato una zoppia a carico dell’arto anteriore sinistro. 
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All’esame ecografico, il veterinario ha riscontrato una lesione a carico del tendine 
flessore superficiale. 
Terapia: 
Il medico veterinario e il proprietario hanno optato per l’inoculo di cellule staminali 
mesenchimali autologhe. Il soggetto è quindi stato sottoposto in loco, al prelievo di 4,5 g 
di tessuto adiposo dall’area sottocutanea al di sopra del muscolo gluteo dorsale. Dopo il 
prelievo il cavallo è stato sottoposto a terapia antibiotica e antiinfiammatoria per tre 
giorni.  
In laboratorio le cellule sono state isolate come descritto precedentemente. Dopo 
una settimana di coltura in vitro, sono state spedite al medico veterinario 10x106 cellule 
in 1 ml di medium di coltura. Una volta ricevute le cellule, il medico veterinario ha 
provveduto all’inoculo per via ecoguidata all’interno della lesione. Il cavallo è stato 
quindi sottoposto a esercizio come riportato in Tabella 1.1. 
 
LESIONE 
PERIODO DELLE PASSEGGIATE A MANO 
SU TERRENO DURO 
7 – 20 GIORNI 20-60 GIORNI 
LIEVE passeggiare a mano 15 
minuti per due volte al 
giorno 
aumentare il tempo di 
esercizio di 5 minuti per 
settimana 
MODERATA passeggiare a mano 10 
minuti per due volte al 
giorno 
aumentare il tempo di 
esercizio di 5 minuti per 
settimana 
GRAVE passeggiare a mano 5 
minuti per due volte al 
giorno 
aumentare il tempo di 









PERIODO DELLE PASSEGGIATE 
MONTATO 
SU TERRENO DURO 
60 – 90 GIORNI 90-120 GIORNI 
BUONA passeggiare il cavallo  
montato per 25 minuti 
aumentando di 5 
minuti alla settimana il 
tempo di esercizio  
aumentare il tempo di 
esercizio di 5 minuti 
per settimana 
MEDIA  passeggiare il cavallo  
montato per 25 minuti 
aumentando di 5 
minuti alla settimana il 
tempo di esercizio 
aumentare il tempo di 
esercizio di 5 minuti 
per settimana 
SCARSA passeggiare a mano 60 
minuti al giorno 
passeggiare il cavallo  





PERIODO DELLE PASSEGGIATE 
MONTATO 
E DI INIZIO LAVORO LEGGERO SU 
TERRENO DURO 
120 – 150 GIORNI 150-180 GIORNI 
BUONA passeggiare il cavallo  
montato per un ora 
addizionando 5 minuti 
di trotto ogni due 
settimane 
aumentare il tempo di 
esercizio di 5 minuti 
ogni due settimane 
MEDIA  passeggiare il cavallo  
montato per un ora  
aumentare il tempo di 
esercizio di 5 minuti 
per settimana 









PROGRESSIONE DEL LAVORO 
180– 210 GIORNI 210- 240 GIORNI 
BUONA addizionare il lavoro 
con 5 minuti di canter 
ogni due settimane 
aumentare di 5 minuti 
il tempo di galoppo 
ogni 2 settimane, 
iniziando il lavoro 
sulle barriere a terra  
MEDIA  passeggiare il cavallo  
montato per un ora 
addizionando 5 minuti 
di trotto ogni due 
settimane  
aumentare di 5 minuti 
il tempo di galoppo 
ogni 2 settimane 
SCARSA rivalutare la terapia  rivalutare la terapia 
 
 
Caso Clinico 2: 
Segnalamento: 
Cavallo di razza Sella Italiano, femmina intera, di 3 anni di età, peso 430 kg. 
Anamnesi: 
Il medico veterinario referente è stato chiamato dal proprietario dopo che, a seguito 
di un infortunio in gara, l’animale ha presentato una zoppia a carico dell’arto anteriore 
destro. All’esame ecografico, il veterinario ha riscontrato una lesione a carico del tendine 
flessore superficiale. 
Terapia: 
Il medico veterinario e il proprietario hanno optato per l’inoculo di cellule staminali 
mesenchimali autologhe. Il soggetto è quindi stato sottoposto in loco, al prelievo di 5,5 g 
di tessuto adiposo dall’area sottocutanea al di sopra del muscolo gluteo dorsale. Dopo il 
prelievo il cavallo è stato sottoposto a terapia antibiotica e antiinfiammatoria per tre 
giorni.  




In laboratorio le cellule sono state isolate come descritto precedentemente. Dopo 
una settimana di coltura in vitro, sono state spedite al medico veterinario 7,5x106 cellule 
in 1 ml di medium di coltura. Una volta ricevute le cellule, il medico veterinario ha 
provveduto all’inoculo per via ecoguidata all’interno della lesione. Il cavallo è stato 
quindi sottoposto a esercizio come riportato in Tabella 1.1. 
 
Caso Clinico 3: 
Segnalamento: 
Cavallo di razza Trottatore, femmina intera, di 7 anni di età, peso 450 kg. 
Anamnesi: 
Il medico veterinario referente è stato chiamato dal proprietario dopo, che a seguito 
di un infortunio in gara, l’animale ha presentato una zoppia a carico dell’arto anteriore 
sinistro. All’esame ecografico, il veterinario ha riscontrato una lesione a carico del 
tendine flessore superficiale. 
Terapia: 
Il medico veterinario e il proprietario hanno optato per l’inoculo di cellule staminali 
mesenchimali autologhe. Il soggetto è quindi stato sottoposto in loco, al prelievo di 6,67 
g di tessuto adiposo dall’area sottocutanea al di sopra del muscolo gluteo dorsale. Dopo il 
prelievo il cavallo è stato sottoposto a terapia antibiotica e antiinfiammatoria per tre 
giorni.  
In laboratorio le cellule sono state isolate come descritto precedentemente. Dopo 
una settimana di coltura in vitro, sono state spedite al medico veterinario 22x106 cellule 
in 1 ml di medium di coltura. Una volta ricevute le cellule, il medico veterinario ha 
provveduto all’inoculo per via ecoguidata all’interno della lesione. Il cavallo è stato 
quindi sottoposto a esercizio come riportato in Tabella 1.1. 
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Caso Clinico 4: 
Segnalamento: 
Cavallo di razza Purosangue Inglese, castrone, di 9 anni di età, peso 450 kg. 
Anamnesi: 
A seguito di un infortunio in gara, il proprietario ha riscontrato una zoppia a carico 
dell’arto anteriore sinistro. Il cavallo è stato quindi condotto presso il Servizio di Chirurgia, 
Dipartimento Clinico Veterinario, Università di Bologna. L'esame ecografico ha messo in 





Fig.1.3: Ecografia trasversale regione palmare metacarpo sinistro. La lesione al tendine 







Data la tipologia della lesione, e la volontà da parte del proprietari di far tornare il 
cavallo al più presto in gara si è deciso di procedere con l’inoculo di cellule staminali 
mesenchimali autologhe. Il soggetto è quindi stato sottoposto al prelievo di 100 ml di 
midollo osseo dall’ala dell’ileo. Dopo il prelievo il cavallo è stato sottoposto a terapia 
antibiotica e antiinfiammatoria per tre giorni.  
In laboratorio le cellule sono state isolate come descritto precedentemente. Dopo tre 
settimane di coltura in vitro, sono state inoculate 20x106 cellule in 4 ml di gel piastrinico. 





Fig.1.4: Ecografia longitudinale regione palmare metacarpo sinistro. La lesione al 




Caso Clinico 5: 
Segnalamento: 
Cavallo di razza Quarte horse, maschio intero, di 5 anni di età, peso 480 kg. 
Anamnesi: 
A seguito di un infortunio in gara, il proprietario ha riscontrato una zoppia a carico 
dell’arto anteriore sinistro. Il cavallo è stato quindi condotto presso il Servizio di Chirurgia, 
Dipartimento Clinico Veterinario, Università di Bologna. L'esame ecografico della regione 
palmare del metacarpo sinistro ha evidenziato in sezione trasversale un’area ipoecogena 
(score 2/3) a carico del flessore superficiale del dito; l'area della lesione era di 50 mm2 




Fig.1.3: Ecografia trasversale regione palmare metacarpo sinistro. Le linee indicano la 






Data l’entità della lesione si è optato per l’inoculo di cellule staminali 
mesenchimali autologhe. Il soggetto è quindi stato sottoposto al prelievo di midollo osseo 
dall’ala dell’ileo (75ml). Dopo il prelievo il cavallo è stato sottoposto a terapia antibiotica 
e antiinfiammatoria per tre giorni.  
In laboratorio le cellule sono state isolate come descritto precedentemente. Dopo 
due settimane di coltura in vitro 10,5x106 cellule sono state inoculate con 4 ml di plasma 
arricchito di piastrine. Il cavallo, tornato alla scuderia di origine è stato quindi sottoposto 
a esercizio come riportato in Tabella 1.1. 
 
Caso Clinico 6: 
Segnalamento: 
Cavallo di razza sella italiano, castrone, di 10 anni di età, peso 480 kg. 
Anamnesi: 
Fig.1.4: Ecografia longitudinale regione palmare metacarpo sinistro. L’area della 
lesione risulta anecogena. 
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A seguito di un infortunio in gara l’animale ha presentato una zoppia a carico 
dell’arto anteriore sinistro. Il cavallo è stato quindi condotto presso il Servizio di Chirurgia, 
Dipartimento Clinico Veterinario, Università di Bologna. L'esame ecografico messo in 
evidenza in sezione trasversale un’area ipoecogena di 7 mm2 al margine laterale del 
tendine flessore superficiale del dito dello spessore di 3 mm; in sezione trasversale, 
l’allineamento delle fibre era quasi nella norma (score 0-1/3) nella porzione laterale del 
tendine. All’esame ecografico si è evidenziata una tenite cronica del tendine flessore 




Data la cronicità della lesione, che, come riportato dal veterinario referente, non era 
andata incontro a miglioramento a seguito dei tradizionali trattamenti, è stato effettuato il 
trapianto autologo di cellule staminali mesenchimali da midollo osseo. Il soggetto è 
quindi stato sottoposto al prelievo di 50 ml di midollo osseo dall’ala dell’ileo. Dopo il 
Fig.1.5: Ecografia trasversale regione palmare metacarpo sinistro. La lesione a 
carico del tendine flessore superficiale è indicata dall’area anecogena. 
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prelievo il cavallo è stato sottoposto a terapia antibiotica e antiinfiammatoria per tre 
giorni.  
In laboratorio le cellule sono state isolate come descritto precedentemente. Dopo tre 
settimane di coltura in vitro, sono state inoculate nella lesione 2x106 cellule in 1 ml di gel 
piastrinico. Il cavallo, tornato alle scuderie di origine, è stato quindi sottoposto a esercizio 
come riportato in Tabella 1.1. 
 
Caso Clinico 7: 
Segnalamento: 
Cavallo purosangue arabo, maschio intero, di 3 anni di età, peso 400 kg. 
Anamnesi: 
Il soggetto è stato rinvenuto dal proprietario con una lacerazione a carico dell’arto 
anteriore destro a seguito di imbrigliamento nel filo di recinzione del paddock in cui 
l’animale era stabulato. La ferita è stata subito medicata dal veterinario di referenza e il 
cavallo portato presso il Servizio di Chirurgia, Dipartimento Clinico Veterinario. Una 
volta ricoverato, il chirurgo ha provveduto all’esame della ferita rilevando un 
interessamento della faccia palmare del terzo medio dello stinco, comprendente anche il 
tendine flessore superficiale. Si è quindi proceduto ad intervento chirurgico, con animale 
in anestesia generale, sul decubito sinistro; i margini cutanei della ferita a “v” rovesciata 
sono stati rimossi e l’apertura è stata ampliata prossimalmente e latero-distalmente per 
esporre il tendine. Dopo curretage dei margini si è proceduto con la sutura di Bunnel dei 
due monconi con filo riassorbibile Dexon 2; quindi la fascia è stata chiusa con punti 
staccati con filo Dexon 2 e la cute con monofilamento in nylon. Subito dopo l’intervento 
è stato applicato un gesso lasciato in loco per sei settimane. Dopo l’intervento il cavallo è 
stato sottoposto a terapia antiinfiammatoria e antibiotica. 
100 
 
Durante l’intervento è stato effettuato il prelievo di 75 ml di midollo osseo dall’ala 
dell’ileo e le cellule staminali mesenchimali sono state isolate come descritto 
precedentemente.  
Dopo sei settimane il gesso è stato asportato e l’esame ecografico ha messo in 
evidenza la presenza di una lesione ancora ingente a carico del tendine flessore 
superficiale (Fig.1.6; Fig.1.7); per questo motivo si è quindi deciso di effettuare un 
inoculo di 11,1x106 cellule in 4 ml di gel piastrinico. 
 
 
Fig.1.6: Ecografia trasversale regione palmare metacarpo destro. La lesione al 






 Una volta tornato alla scuderia di origine, è stata effettuata terapia riabilitativa 
(Tab.1.1). 
Caso Clinico 8: 
Segnalamento: 
Cavallo di razza trottatore, castrone, di 6 anni di età, peso 450 kg. 
Anamnesi: 
A seguito di un infortunio in gara l’animale ha presentato una zoppia a carico 
dell’arto anteriore sinistro. Il cavallo è stato quindi condotto presso il Servizio di 
Chirurgia, Dipartimento Clinico Veterinario, Università di Bologna. All’esame 
ecografico, è stata evidenziata una lesione a carico del tendine flessore superficiale 
(Fig.1.8; Fig.1.9).  
Fig.1.7: Ecografia trasversale regione palmare metacarpo destro. La lesione al 












Fig.1.8: Ecografia trasversale regione palmare metacarpo sinistro. Le linee indicano la 
lesione e il tendine flessore superficiale del dito 
Fig.1.9: Ecografia trasversale regione palmare metacarpo sinistro. La lesione è 




Trattandosi di recidiva di una lesione trattata un anno prima con protocolli 
tradizionali, e la zoppia ingente, si è optato per l’inoculo di cellule staminali 
mesenchimali eterologhe, isolate da tessuto adiposo. Sono state inoculate nella lesione 






Fig.1.10: Ecografia trasversale regione palmare metacarpo sinistro. Riempimento della 
lesione con gel piastrinico e cellule staminali. 
Fig.1.11: Ecografia trasversale regione palmare metacarpo sinistro. Riempimento della 




Caso Clinico 9: 
Segnalamento: 
Cavallo di razza puro sangue inglese, castrone, di 6 anni di età, peso 450 kg. 
Anamnesi: 
A seguito di un infortunio in gara l’animale ha presentato una zoppia a carico 
dell’arto anteriore destro. Il cavallo è stato quindi condotto presso il Servizio di 
Chirurgia, Dipartimento Clinico Veterinario, Università di Bologna. All’esame 





Il soggetto è stato sottoposto al prelievo di 40 ml di midollo osseo dall’ala dell’ileo. 
Dopo il prelievo il cavallo è stato sottoposto a terapia antibiotica e antiinfiammatoria per 
tre giorni.  
Fig.1.9: Ecografia trasversale regione palmare metacarpo destro. La lesione è 
visibile come area anecogena. 
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In laboratorio le cellule sono state isolate come descritto precedentemente. Dopo tre 
settimane di coltura in vitro, sono state inoculate 40x106 cellule in 2 ml di gel piastrinico. 
Il cavallo è stato quindi sottoposto a esercizio come riportato in Tabella 1.1. 
    
 
1.3 Risultati 
1.3.1 Isolamento, differenziazione e caratterizzazione 
Per quanto riguarda l’isolamento di cellule staminali mesenchimali da tessuto 
adiposo i campioni impiegati sono stati in media di 5,6±1,1 g; in 3/3 (100,0%) campioni 
si sono sviluppate colonie con la classica morfologia fibroblasto-simile delle cellule 
staminali mesenchimali (Fig.1.14a) e in nessun campione si sono sviluppate 
contaminazioni di muffe o batteri. Il tempo di duplicazione delle popolazioni è stato 
compreso tra 0,8 e 3,2 giorni ed è risultato in media pari a 1,3±0,7 giorni per i passaggi 
Fig.1.12: Inoculo eco guidato di cellule staminali mesenchimali in una lesione tendinea. 
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P0-P8. Non sono state rilevate differenze statisticamente significative (P>0,05) per 
quanto riguarda il tempo di duplicazione nei diversi passaggi (Fig.1.13a). Al passaggio 8 




















































































Fig. 1.13: Caratteristiche di crescita in vitro delle cellule mesenchimali isolate dal liquido amniotico di cavallo.  
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Dopo tre settimane di coltura in medium da differenziazione condrogenica, la 
coltura cellulare, colorata con Alcian blu presentava accumuli di glicosaminoglicani sia 
intracellulari che nella matrice extracellulare, accumuli tipici dell’avvenuta 
differenziazione condrogenica (Fig.1.14b); al contrario le cellule coltivate in medium di 
coltura normale presentavano scarse quantità di glicosaminoglicani all’interno del 
citoplasma, mentre erano assenti accumuli extracellulari (Fig.1.14c). Dopo induzione 
della differenziazione osteogenica, con coltura per 21 giorni in medium opportunamente 
addizionato, sono stati evidenziati accumuli di sali di calcio sia mediante colorazione di 
von Kossa, che colora in nero i depositi extracellulari (Fig.1.14d), sia mediante 
colorazione Alizarin Red, che invece colora in arancione-rosso i depositi (Fig.1.14f). Le 
cellule coltivate in medium di coltura standard sono invece risultate negative per 
entrambe le colorazioni, presentando solo una minima quantità di depositi di sali di calcio 
ritenuti fisiologici (Fig.1.14e,g). Per quanto riguarda la differenziazione adipogenica, 
invece, la colorazione Oil Red O, effettuata dopo tre settimane di coltura in medium 
specifico, ha messo in evidenza la differenziazione di queste cellule in adipociti, come 
testimoniato da un elevato accumulo intracellulare di vacuoli lipidici superiore al 
controllo (Fig.1.14h,i). 



















Per quanto riguarda il midollo osseo, in media sono stati prelevati 68±23,6 ml (range 
100-40 ml). In tutti i campioni (100%) sono state isolate colonie di cellule con la classica 
morfologia fibroblasto simile (Fig.1.16a),e nessun campione è stato contaminato da muffe 
e/o batteri. Il tempo di duplicazione delle popolazioni è stato compreso tra 0,5 e 5 giorni e 
è risultato in media pari a 3,2±1,5 giorni per i passaggi P0-P5. Non sono state rilevate 
differenze statisticamente significative (P>0,05) per quanto riguarda il tempo di 
duplicazione nei diversi passaggi (Fig.1.15a). Al passaggio 5 il numero di duplicazioni 
cellulari è stato di 26,2 ±5,03 (Fig.1.15b).  
h i 
Fig.1.14: Differenziazione in vitro di MSCs isolate da tessuto adiposo di cavallo. (a) controllo dopo tre 
settimane in un medium di coltura standard: morfologia cellulare fibroblasto-simile (Microscopio Nikon Eclipse 
TE2000-U; x20); (b) induzione condrogenica: dopo tre settimane di coltura in medium di differenziazione,  
cellule positive alla colorazione con Alcian Blu (x20); (c) controllo: dopo tre settimane in un medium di coltura 
standard, le cellule hanno mantenuto una morfologia classica e risultano negative alla colorazione con Alcian 
Blu (x20); (d) induzione osteogenica: cellule positive alla colorazione di von Kossa (x20); (e) induzione 
osteogenica: controllo: dopo 21 giorni di coltuta in medium standard le cellule sono negative alla colorazione di 
von Kossa (x20); (f) induzione osteogenica: dopo tre settimane in medium di differenziazione: cellule positive a 
colorazione Alizarin Red (x20); (g) controllo: dopo 21 giorni in medium di coltura standard: cellule negative 
alla colorazione Alizarin Red (x20); (h) induzione adipogenica: dopo 21 giorni di coltura in medium da 
differenziazione le cellule mostrano evidenti vacuoli positivi alla colorazione Oil Red O (x20); (i) induzione 



















































































Numero totale di duplicazioni cellulari di MSCs di midollo osseo 
di cavallo(n=2) 
 
Al termine delle tre settimane di coltura in medium specifico per l’induzione della 
differenziazione condrogenica, la coltura cellulare, colorata con Alcian blu presentava 
accumuli di glicosaminoglicani sia intracellulari che nella matrice extracellulare, tipici 
dell’avvenuta differenziazione condrogenica (Fig.1.16b). La presenza di 
glicosaminoglicani è risultata essere di poco superiore rispetto a quelli presenti nella 
coltura cellulare mantenuta in medium standard (Fig.1.16c); gli accumuli positivi 
all’Alcian Blu sono inoltre risultati quantitativamente inferiori rispetto a quelli presenti 
Fig. 1.15: Caratteristiche di crescita in vitro delle cellule mesenchimali isolate dal liquido amniotico di cavallo.  
111 
 
nelle cellule isolate da tessuto adiposo coltivate nelle medesime condizioni (Fig.1.14b). A 
seguito della coltura per 21 giorni in medium opportunamente addizionato per 
l’induzione osteogenica, sono stati evidenziati accumuli extracellulari di sali di calcio 
colorati in nero con la colorazione di von Kossa (Fig.1.16d) e in arancione-rosso con 
colorazione Alizarin Red (Fig.1.16f). Le cellule coltivate in medium di coltura standard 
sono invece risultate negative per entrambe le colorazioni, presentando solo una minima 
quantità di depositi di sali di calcio ritenuti fisiologici (Fig.1.16e,g). le cellule coltivate in 
medium da differenziazione adipogenica per tre settimane, hanno presentato, dopo 
colorazione con Oil Red O, una quantità di vacuoli lipidici intracellulari di poco superiore 
alle cellule mantenute in medium di coltura standard (Fig.1.16h,i) e inferiore rispetto a 
quelle isolate da tessuto adiposo e coltivate nelle medesime condizioni (Fig.1.14h).  
   







    













In nessuna delle linee cellulari isolate è stata evidenziata una fase di latenza al 
momento di inizio della coltura cellulare; in entrambe le linee in fatti non si sono 
evidenziate differenze statisticamente significative nel tempo di duplicazione cellulare tra 
i diversi passaggi (P>0,05). Confrontando tempi di duplicazione di tutte le linee cellulari 
isolate, le MSCs da tessuto adiposo hanno presentato un tempo di duplicazione inferiore 
rispetto alle cellule isolate da midollo osseo (P<0,05), mentre i numeri totali di 
duplicazioni cellulari al passaggio 5 non sono risultati statisticamente significativi. 
L’espressione di un numero di markers associati con cellule staminali 
mesenchimali è stata valutata mediante impiego di citofluorimetria sulle cellule isolate da 
tessuto adiposo e midollo osseo. Entambe le linee cellulari hanno mostrato espressione di 
markers di staminalità mesenchimale quali CD90, CD44 e CD105, mentre sono risultate 
negative per markers di staminalità tipicamente emopoietici quali CD34, CD14 e CD45. 
È risultata negativa anche l’espressione di CD73 (Fig. 1.18; Fig.1.19). 
 
Fig.1.16: Differenziazione in vitro di MSCs isolate da tessuto adiposo di cavallo. (a) controllo dopo tre 
settimane in un medium di coltura standard: morfologia cellulare fibroblasto-simile (Microscopio Nikon Eclipse 
TE2000-U; x20); (b) induzione condrogenica: dopo tre settimane di coltura in medium di differenziazione,  
cellule positive alla  colorazione con Alcian Blu (x20); (c) controllo: dopo tre settimane in un medium di coltura 
standard, le cellule hanno mantenuto una morfologia classica e risultano negative alla colorazione con Alcian 
Blu (x20); (d) induzione osteogenica: cellule positive alla colorazione di von Kossa (x20); (e) induzione 
osteogenica: controllo: dopo 21 giorni di coltuta in medium standard le cellule sono negative alla colorazione di 
von Kossa (x20); (f) induzione osteogenica: dopo tre settimane in medium di differenziazione: cellule positive a 
colorazione Alizarin Red (x20); (g)  controllo: dopo 21 giorni in medium di coltura standard: cellule negative 
alla colorazione Alizarin Red (x20); (h) induzione adipogenica: dopo 21 giorni di coltura in medium da 
differenziazione le cellule mostrano evidenti vacuoli positivi alla colorazione Oil Red O (x40); (i) induzione 





Fig.1.18: Analisi citofluorimetrica 
dell’espressione proteica di MSCs isolate da 
tessuto adiposo di cavallo marcate con anticorpi 
verso gli antigeni CD14, CD34, CD45,CD90, 
CD105, CD73 e CD44. Gli istogrammi 
ombreggiati indicano il controllo; gli istogrammi 
bianchi la reazione positiva con l’anticorpo 
indicato. Gli istogrammi rappresentano il numero 








1.3.2 Applicazioni Cliniche 
In tutti i soggetti sottoposti a prelievo di midollo osseo e tessuto adiposo non si sono 
verificate reazioni secondarie né a carico della parte sede del prelievo, né sistemiche. 
Nessuna reazione di ordine infiammatorio è stata riscontrata nella sede di inoculo delle 
cellule staminali mesenchimali né a seguito di trapianto autologo che eterologo.  
Caso Clinico 1: 
In seguito all’attività riabilitativa, il soggetto inizialmente, secondo quanto riportato 
dal proprietario e dal veterinario di referenza, ha presentato un netto miglioramento nella 
funzionalità dell’arto leso. Successivamente con il progredire dell’attività riabilitativa e la 
ripresa del lavoro montato su terreno duro, il cavallo ha presentato una riacutizzazione 
della sintomatologia ed è stato messo a riposo definitivo. 
Caso Clinico 2: 
Secondo quanto riportato dal veterinario di referenza e dal proprietario, la 
riabilitazione è stata caratterizzata da una buona progressione della riduzione della lesione 
e della ripresa dell’attività lavorativa. Dopo i buoni risultati ottenuti in allenamento, il 
cavallo è tornato all’attività agonistica riportando risultati simili a quelli ottenuti fino al 
momento dell’infortunio. 
Fig.1.19: Analisi citofluorimetrica 
dell’espressione proteica di MSCs isolate da 
midollo osseo di cavallo marcate con anticorpi 
verso gli antigeni CD14, CD34, CD45,CD90, 
CD105, CD73 e CD44. Gli istogrammi 
ombreggiati indicano il controllo; gli istogrammi 
bianchi la reazione positiva con l’anticorpo 
indicato. Gli istogrammi rappresentano il numero 
relativo di cellule vs l’intesità della fluorescenza. 
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Caso Clinico 3: 
Il soggetto, dopo inoculo di cellule staminali mesenchimali isolate da tessuto 
adiposo, ha seguito l’attività riabilitativa suggerita, riportando un netto miglioramento nella 
funzionalità dell’arto leso e riprendendo pienamente l’attività agonistica. Dopo circa un 
anno dal rientro nelle corse, il soggetto è andato però incontro a stiramento del legamento 
sospensore del nodello dell’arto controlaterale e si è optato per la messa a riposo definitiva 
e l’inizio della carriera riproduttiva. 
Caso Clinico 4: 
Una volta tornato alle scuderie di origine, il cavallo è stato sottoposto con successo 
alla riabilitazione ed è tornato all’attività agonistica. Dopo circa un anno dal rientro in gara, 
il soggetto è stato nuovamente condotto presso il Servizio di Chirurgia a seguito della 
comparsa di zoppia a carico dell’arto anteriore controlaterale. L'esame ecografico della 
regione flessoria dell'arto anteriore destro ha evidenziato un aumento di volume e 
alterazione strutturale della briglia carpica dal suo punto di origine al punto in cui si rende 
al tendine del flessore. Modica disomogeneità strutturale anche a carico del legamento 
sospensore del nodello in zona 1A-1B per la presenza di area ipoecogena centrale. Nella 
norma le altre strutture (Fig.1.20). L’arto anteriore sinistro, precedentemente trattato con 
inoculo di cellule staminali mesenchimali isolate dal midollo osseo dello stesso soggetto è 







   
Caso Clinico 5: 
Dopo inoculo di cellule staminali mesenchimali, il cavallo è tornato alla scuderia di 
origine dove è stato sottoposto all’attività riabilitativa come suggerito. Durante la 
riabilitazione e la successiva ripresa dell’attività sportiva non sono stati segnalati problemi 
Fig.1.20: Ecografia longitudinale regione palmare metacarpo destro. Non è più 
eviedente l’area anecogena della lesione.  
Fig.1.21: Ecografia trasversale regione palmare metacarpo sinistro. Non è più 
evidente l’area anecogena della lesione.  
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né a carico dell’arto trattato né a carico dell’arto controlaterale. Il soggetto sta riprendendo 
ora la piena attività agonistica  riportando i primi successi. 
Caso Clinico 6: 
Dopo essere stato sottoposto all’attività riabilitativa, il soggetto ha ripreso l’attività 
sportiva e sta riprendendo ora quella prettamente agonistica senza aver fino ad ora riportato 
recidive nè a carico dell’arto trattato con MSCs, che riportava al momento dell’inoculo una 
lesione ormai cronicizzata, né dell’arto controlaterale. 
Caso Clinico 7: 
Dopo intervento chirurgico, a causa della recisione del tendine flessore superficiale 
del dito, per imbrigliamento nel filo di recinzione, il soggetto ha seguito una tabella 
riabilitativa più lenta rispetto a quella consigliata negli altri casi, rimanendo fermo in box, 
poi messo in piccolo paddok per circa tre mesi. 
Quindici giorni dopo l’inculo delle cellule staminali mesenchimali, 
macroscopicamente l’arto appariva notevolmente aumentato di volume rispetto al 
controlaterale, con evidente cicatrice chirurgica (Fig.1.22). All’esame ecografico, eseguito 
il medesimo giorno, è stata rilevata un’iniziale riorganizzazione delle strutture tendinee 
lese (Fig.1.23; Fig.1.24). 
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Fig1.23: Ecografia trasversale tendine flessore superficiale destro effettuata 
un mese dopo l’inoculo di cellule staminali. L’ecogenicità del tendine è 
pressoché normale 
Fig.1.22: Visione arto anteriore destro (leso) e sinistro quindici giorni dopo inoculo cellule staminali 
mesenchimali nella lesione 3 mesi post intervento. 
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 Quattro mesi dopo l’inoculo di cellule staminali, il soggetto è stato nuovamente 
ricoverato presso il Servizio di Accettazione e Ricovero Grossi Animali, per un intervento 
di castrazione. In quell’occasione si è provveduto all’esame visivo ed ecografico del 
tendine lesionato. Macroscopicamente l’arto è apparso di volume ancora leggermente 
aumentato rispetto al controlaterale con cicatrice lineare, non esuberante, poco evidente 
(Fig.1.25). 
Fig1.24: Ecografia longitudinale tendine flessore superficiale arto anteriore 
destro. Ecogenicità tendinea nella norma. 
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 All’esame ecografico il tendine lesionato è apparso leggermente più sottile del 
controlaterale nella parte in cui era stato reciso; dato che l’animale al momento 
dell’esecuzione dell’esame non era ancora stato sottoposto ad attività fisica, a carico del 
tendine erano presenti aree iperecogene di calcificazione, normali in caso di prolungato 
riposo posttraumatico e che tenderanno a scomparire con la ripresa dell’esercizio. 
L’andamento delle fibre tendinee evidenziato all’esame ecografico risultava essere nella 
norma (Fig.1.27; Fig.1.28). 
Fig.1.25: Visione laterale arto anteriore destro sei mesi dopo l’infortunio. 
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Caso Clinico 8: 
A seguito dell’impianto di cellule staminali eterologhe, non è stata evidenziata 
alcuna reazione infiammatoria a carico della parte di inoculo. Durante l’attività riabilitativa 
non sono state segnalate recidive a carico dell’arto trattato o del controlaterale. Il cavallo 
riprenderà a breve l’attività sportiva. 
 Caso Clinico 9:  
 Dopo aver fattor ritorno alle scuderie di origine, il soggetto è stato sottoposto a 
terapia riabilitativa. Per il momento, anche se non è ancora stata ripresa l’attività 
agonistica, non sono state segnalate recidive.  
 
 1.4 Discussioni 
 Nel presente studio, sono state isolate con una percentuale del 100% cellule con 
caratteristica formula fibroblasto-simile da campioni di tessuto adiposo e di midollo osseo 
di cavalli adulti (range 2-10 anni di età). La staminalità di queste cellule è stata dimostrata 





non solo attraverso la differenziazione in senso osteogenico, condrogenico e adipogenico, 
ma anche attraverso caratterizzazione molecolare. 
 Per quanto riguarda le cellule isolate da midollo osseo, queste hanno presentato un 
tempo di duplicazione cellulare di 3,2±1,5, senza presentare una fase di latenza iniziale; il 
numero totale di duplicazioni cellulari al passaggio 5 è stato pari a 26,2±5,0. I dati da noi 
ottenuti si discostano da quelli messi in evidenza precedentemente da altri Autori; Vidal et 
al (2006), per esempio evidenziarono come le cellule da loro isolate si caratterizzassero per 
una iniziale fase di latenza, caratterizzate da un tempo di duplicazione cellulare pari a 
5±1,6 giorni, seguita successivamente da una rapida ripresa della duplicazione cellulare, 
con tempo di duplicazione pari a 1,4±0,26 giorni. Data la fase di latenza iniziale il numero 
totale di duplicazioni cellulari è pressoché simile a quello da noi calcolato. Gli stessi 
Autori (Vidal et al 2007), successivamente evidenziarono invece come le cellule isolate da 
tessuto adiposo di cavallo fossero caratterizzate da tempo di duplicazione superiore rispetto 
alle BMMSCs, pari a 2,1±0,9 e da un numero totale di duplicazione cellulare inferiore, pari 
a 28±2. Questi dati, così come quelli riguardanti la differenziazione cellulare, sono in netto 
disaccordo con quanto riscontrato alle nostre condizioni di coltura. Il tempo di 
duplicazione delle cellule mesenchimali isolate da tessuto adiposo di cavallo, da noi 
riscontrato, è stato significativamente inferiore rispetto a quello delle BMMSCs coltivate 
alle medesime condizioni (1,3±0,7 vs 3,2±1,5). La coltura cellulare in vitro è stata protratta 
per le cellule isolate da tessuto adiposo fino al passaggio 8, mentre per quelle isolate da 
midollo osseo la coltura è terminata al passaggio 5. Ancora sono state riscontrate 
differenze nella capacità differenziativa di queste due linee cellulari: infatti le cellule 
isolate da tessuto adiposo, a differenza di quanto già dimostrato da Vidal et al (2007; 2008) 
nella specie equina e da Huang et al (2005) e Solchaga et al (2005), dopo coltura in media 
opportunamente supplementati per tre settimane, mostrano maggiori accumuli di 
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glicosaminoglicani, sali di calcio e vacuoli lipidici. Anche Colleoni et al (2009) mettendo a 
confronto le medesime linee cellulari, ne hanno evidenziato le medesime differenze. Gli 
Autori ipotizzarono come le differenze riscontrate nelle capacità differenziative delle 
cellule potessero essere imputabili alla senescenza cellulare, ed alla capacità o meno delle 
cellule di mantenere il loro potenziale differenziativo dal primo all’ultimo passaggio della 
coltura in vitro, come precedentemente dimostrato per le MSCs umane (Bruder et al. 1997; 
Digirolamo et al. 1999). Variabili critiche che possono influenzare l’isolamento e la 
successive coltura in vitro delle linee cellulari in esame, secondo quanto riportato da 
Sotiropoulou et al. (2006) e successivamente da Wagner e Ho (2007), potrebbero essere la 
variabilità del donatore, il tessuto di origine, la selezione cellulare, la superficie di coltura, 
il terreno di coltura, la tensione di ossigeno, il siero fetale, la densità cellulare, tutti fattori 
che possono avere un impatto sulla morfologia e sulla composizione della preparazione 
cellulare. Colleoni et al (2009), riportarono le medesime differenze da noi riscontrate tra le 
linee cellulari in esame, in termini di tempo di duplicazione cellulare e di numero totale di 
duplicazioni, evidenziando come il tessuto adiposo possa essere considerato nella specie 
equina una miglior risorsa di MSCs in termini di replicazione cellulare.  
Come per altre specie animali anche per la specie equina gli studi relativi alla 
caratterizzazione molecolare delle MSCs sono alquanto scarsi dato l’esiguo numero in 
commercio di markers di superficie specifici per questa specie; Arnhold et al (2007) 
riportano come le cellule isolate da midollo osseo equino siano positive per CD 90, 
mentre più recentemente de Mattos Carvalho et al (2009), hanno dimostrato la positività 
di tali cellule a CD90 dal passaggio 1 al 4 di coltura utilizzando markers specifici per 
ratto. Le stesse cellule sono risultate positive a CD44, positività che aumenta con 
l’aumentare dei passaggi; nessuna reazione invece è stata rilevata per il CD13. Nel 
presente studio, le cellule isolate da tessuto adiposo e midollo osseo di cavallo sono state 
128 
 
sottoposte a caratterizzazione molecolare con alcuni markers specifici di staminalità 
mesenchimali. Non esistendo markers specifici per la specie equina, la prova è stata 
svolta con markers normalmente impiegati per la caratterizzazione di cellule umane. Le 
cellule sono risultate positive per CD90, CD44 e CD105, e negative per markers di 
staminalità tipicamente emopoietici quali CD34, CD14 e CD45. È risultata negativa 
anche l’espressione di CD73, che però, a differenza degli altri antigeni non ha dimostrato 
una cross-reazione ottimale con le cellule equine, quindi la sua negatività potrebbe non 
essere significativa. 
Dal punto di vista clinico, non sono stati riscontrati eventi patologici secondari né a 
seguito del prelievo né a seguito dell’inoculo di cellule staminali mesenchimali 
eterologhe o autologhe. I cavalli trattati seppur numericamente poco significativi, hanno 
avuto nel 66,7% (6/9) dei casi un’evoluzione fino a questo momento positiva; di 1/9 è 
andato incontro a recidiva, 1/9 hanno presentato una lesione all’arto controlaterale. I 
risultati riportati nel presente studio non si discostano da quelli riportati precedentemente 
in letteratura (Pacini 2007; Ferris 2009). Dato che non ci è stato possibile valutare 
personalmente il follow up degli animali trattati non possiamo essere certi della corretta 
esecuzione del protocollo riabilitativo suggerito, essenziale per ridurre al minimo il 
rischio di recidive o lesioni a carico dell’arto controlaterale. Per la prima volta nel 
presente studio, BMMSCs  autologhe sono state inoculate in tendine non traumatizzato 
ma nettamente reciso. I risultati ottenuti in quest’ultimo caso sono da ritenersi 
ampiamente soddisfacenti, dato che già a due settimane e successivamente a 4 mesi 







Questo studio ha permesso di sviluppare, nella specie equina, protocolli efficaci di 
isolamento e differenziazione condrogenica, osteogenica ed adipogenica, di cellule 
staminali mesenchimali a partire da tessuti adulti, quali tessuto adiposo e midollo osseo. 
Grazie alle potenzialità differenziative dimostrate in vitro, le cellule isolate, in particolare 
quelle da tessuto adiposo, sembrano riservare grandi promesse nel campo dell’applicazione 
clinica in cavalli affetti da infermità ortopediche. Tale ipotesi è stata avvalorata dal 
successo ottenuto nell’applicazione clinica delle medesime cellule, anche se tali risultati 






2. ISOLAMENTO, DIFFERENZIAZIONE, CARATTERIZZAZIONE E APPLICAZIONI 
CLINICHE  DI CELLULE STAMINALI MESENCHIMALI DA SANGUE CORDONALE, 
GELATINA DI WHARTON E LIQUIDO AMNIOTICO NELLA SPECIE EQUINA 
 
2.1 Materiali e metodi 
 
2.1.1 Prelievo dei campioni e isolamento delle cellule 
I campioni di liquido amniotico, gelatina di Wharton e sangue cordonale sono stati 
prelevati da fattrici di età compresa tra i 6 e 15 anni. Parte dei prelievi è stata effettuata da 
fattrici afferenti all’Unità di Perinatologia, Dipartimento Clinico Veterinario, Facoltà di 
Medicina Veterinaria, Università di Bologna, per l’assistenza al parto; la restante parte dei 
campioni è stata invece prelevata al momento del parto presso la Scuderia Trio (Ozzano 
Emilia-Bo). Le procedure sono state effettuate in accordo con il DL 116/92, e previa 
approvazione del Comitato Etico dell’Università di Bologna e del Ministero della Salute. 
Tutte le cavalle, impiegate nella prova, hanno avuto una gravidanza normale seguita da 
parto spontaneo e eutocico; inoltre tutti i puledri hanno manifestato immediatamente dopo 
la nascita un APGAR score compreso tra 9 e 10 (ottimo).  
Tutti i reagenti utilizzati sono stati acquistati presso Sigma-Aldrich (Saint Louis, 
MO, USA) se non diversamente specificato. Tutte le plastiche impiegate sono state invece 
acquistate presso Sartstedt Inc. (Newton, NC, USA). 
 
2.1.1.1 Liquido Amniotico 
I campioni di liquido amniotico sono stati prelevati al momento del parto, 
immediatamente dopo il passaggio del puledro e del sacco amniotico attraverso la vulva 
utilizzando una siringa sterile da 60 ml (IMI, Padova, Italia) contenente 1 ml di una 
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soluzione di EDTA, per evitare la formazione di coaguli che avrebbero potuto inficiare 
l’isolamento cellulare. I campioni sono stati conservati in frigorifero a +4°C per un tempo 
massimo di 12 ore prima di essere processati. Una volta in laboratorio ogni campione è 
stato trasferito in provette da 50 ml, diluito 1:1 con PBS addizionato con antibiotici (100 
UI/ml penicillina e 100 µg/ml streptomicina) e centrifugato per 15 minuti a 1500 rpm 
(Heraeus Megafuge 1.0R). Dopo centrifugazione, il surnatante è stato rimosso e il pellet 
risospeso in 5ml di medium di coltura costituito da DMEM/TCM199 (1:1), addizionato 
con 10% FBS (GIBCO®, Invitrogen Corporation, Carlsbad, California, USA), 100 UI/ml 
penicillina e 100 µg/ml streptomicina. Per separare la componente cellulare mononucleata 
e non del liquido amniotico, il campione è stato posto su 5 ml di una soluzione di Percoll al 
70%  in una provetta da 50 ml. La centrifugazione è stata effettuata a 3000 rpm per 30 
minuti. Le cellule a livello di interfaccia tra le due soluzioni sono state quindi aspirate e 
lavate per 3 volte con medium di coltura mediante centrifugazione a 1500 rpm per 10 
minuti. Una volta effettuato l’ultimo lavaggio ed eliminato il surnatante, le cellule sono 
state risospese in 1 ml di medium di coltura e sottoposte a conta cellulare mediante 
emocitometro.   
 
2.1.1.2 Sangue Cordonale 
I campioni di sangue cordonale sono stati prelevati dalla vena ombelicale 
immediatamente prima del distacco del cordone ombelicale, utilizzando una siringa da 60 
ml (IMI, Padova, Italia) contenente 1 ml di eparina (Eparina Vister 5000 UI/ml. 
Marvecspharma, Milano) per evitare che la coagulazione ematica inficiasse l’isolamento 
cellulare. I campioni sono stati conservati in frigorifero a +4°C per massimo 12 ore prima 
di essere processati. In laboratorio ogni campione di sangue cordonale è stato trasferito in 
provette da 50 ml, diluito 1:1 con PBS addizionato con antibiotici e centrifugato per 15 
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minuti a 1500 rpm. Dopo centrifugazione il surnatante è stato rimosso e il pellet risospeso 
in 5 ml di terreno di coltura. Per separare i globuli rossi dalla componente cellulare 
mononucleata, il campione è stato posto su 5 ml di una soluzione di Percoll al 70% in una 
provetta da 50 ml. La centrifugazione è stata effettuata a 3000 rpm per 30 minuti. Le 
cellule a livello di interfaccia tra le due soluzioni sono state aspirate e lavate per 3 volte 
con terreno di coltura mediante centrifugazione a 1500 rpm per 10 minuti. Dopo tale 
procedura, le cellule presenti sul fondo della provetta sono state diluite in 1 ml di medium 
di coltura e si è quindi proceduto con la conta cellulare mediante emocitometro.  
 
2.1.1.3 Gelatina di Wharton 
Immediatamente dopo la rottura del cordone ombelicale, la parte di questo più 
vicina al puledro, caratterizzata da una maggiore quantità di gelatina di Wharton è stata 
recisa, posta in una soluzione di PBS e antibiotici e conservata per massimo 12 ore a 
+4°C. In laboratorio il cordone ombelicale (Fig.2.1a) è stato posto in etanolo al 70% per 
10 minuti e poi lavato per immersione ripetuta con PBS addizionato con antibiotici. 
Successivamente la gelatina di Wharton (Fig.2.1b) è stata isolata, pesata e quindi 
sminuzzata in pezzi di circa 0.5 cm. Questi sono stati posti in provette da 50 ml contenti 
una soluzione allo 0.1% di collagenasi (GIBCO®, Invitrogen Corporation, Carlsbad, 
California, USA) in PBS (1ml di soluzione/1g di campione). I campioni sono stati quindi 
posti a bagnomaria a 37°C per 1-2 ore. Dopo questo periodo di tempo, la collagenasi è 
stata inattivata mediante aggiunta di PBS supplementato con 10% FBS; la soluzione è 
stata quindi filtrata per eliminare i residui di tessuto connettivo non digerito, diluita 1:1 
con terreno di coltura e centrifugata a 1500 rpm per 10 minuti. Il pellet così ottenuto è 
stato quindi lavato per tre volte usando il medesimo terreno mediante centrifugazione a 
1500 rpm per 10 min. Anche in questo caso, come per il liquido amniotico e il sangue 
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cordonale, al termine dell’ultimo lavaggio, dopo eliminazione del surnatante, il pellet di 








Fig.2.1: Campione di cordone omblicale di cavallo: (a): Porzione di cordone ombelicale con gelatina di Wharton; (b): Primo 
piano della gelatina di Wharton. 
134 
 
2.1.2 Espansione cellulare in vitro 
Per tutte e tre le linee cellulari, le cellule primarie sono state seminate in flask da 25 
cm2 ad una densità di 5 x 104 cellule per cm2 e incubate in atmosfera umidificata a 38.5°C 
in 5% CO2. Il terreno di coltura è stato cambiato per la prima volta dopo 48 ore e 
successivamente due volte a settimana fino ad ottenere una confluenza cellulare pari 
all’80%. A questo punto le cellule sono state staccate dalla flusk mediante digestione 
enzimatica con una soluzione allo 0.05 % di tripsina; dopo un tempo massimo di 10 
minuti, la tripsina è stata inattivata mediante aggiunta di 5ml di medium di coltura 
addizionato 10% di FBS, quindi la soluzione cellulare ottenuta è stata posta in provette da 
10 ml e centrifugata per 6 minuti a 700 rpm. Una volta eliminato il surnatante, il pellet è 
stato diluito con 1 ml di terreno di coltura, le cellule contate con un emocitometro e 
riseminate come “Passaggio 1” (P1) ad una densità di  25 x 103 cellule/cm2. Per i 
passaggi successivi le cellule sono state poste in flusk da 25 cm2 a 25x 103/cm2 e lasciate 
moltiplicare per 6/7 giorni fino al raggiungimento di una confluenza del 90% prima della 
tripsinizzazione e successivo passaggio. Il tempo di duplicazione cellulare, il numero di 
duplicazioni cellulari e il tempo di coltura cellulare sono stati calcolati per ogni passaggio 
utilizzando le due formule seguenti (Vidal et al., 2007):  
CD = ln (Nf / Ni) / ln (2)                                      (1) 
DT = CT / CD                                      (2) 
I dati sono stati espressi come media ± deviazione standard e sono stati analizzati 
mediante ANOVA (Statistica for Windows-Stat Soft Inc., Tulsa, Oklaoma, USA). Le 






2.1.3 Differenziazione in vitro 
 
2.1.3.1 Differenziazione condrogenica 
Le cellule espanse al passaggio P3 dopo lavaggio con PBS, sono state sottoposte a 
tripsinizzazione e successiva centrifugazione a 700 rpm per 6 minuti. Dopo conta 
cellulare, 5 x 103 cellule/cm2 sono state risospese in 2 ml di medium di coltura e poste 
in piastre 6 well in incubatore a 38.5°C in atmosfera umidificata al 5% CO2 per 24 ore 
al fine di ottenere l’adesione cellulare. Dopo questo periodo di tempo il medium è stato 
sostituito con medium da differenziazione condrogenica consistente in 
TCM199/DMEM, 100 UI/ml di penicillina, 100 µg/ml di streptomicina, 6.25 µg/ml di 
insulina, 50 nM di acido ascorbico, 0.1 µM di desametazone, 10 ng/ml hTGF-β1 
(PeproTech, UK) e 1% FBS (Mizuno e Hyakusoku, 2003). Le cellule sono quindi state 
coltivate in monostrato a 38,5°C al 5% di CO2 per 21 giorni e il medium da 
differenziazione è stato cambiato completamente due volte a settimana. Passate le tre 
settimane di coltura, le cellule sono state fissate in formalina al 10% per un’ora a 
temperatura ambiente; successivamente è stato effettuato un lavaggio con acqua 
demineralizzata e le cellule sono state colorate con una soluzione in acido acetico di 
Alcian Blu (1% in una soluzione al 3% di acido acetico; pH 2.5) per 15 minuti a 
temperatura ambiente. Dopo questo tempo la soluzione di Alcian Blu è stata rimossa e 
le cellule lavate per tre volte con una soluzione di acido acetico al 3% al fine di 
eliminare i residui di colorante. La colorazione impiegata colora in blu i depositi di 






2.1.3.2 Differenziazione osteogenica 
Le cellule espanse al passaggio P3 sono state lavate con PBS, sottoposte a 
tripsinizzazione e successiva centrifugazione. Una volta diluito il pellet ottenuto con 1 ml 
di medium da coltura e contate le cellule, queste sono state poste in piastre 6 well alla 
densità di 5 x 103 cellule/cm2 in 2 ml di terreno di coltura per 24 ore al fine di ottenere 
l’adesione cellulare. Passato questo tempo, il terreno è stato sostituito con medium da 
differenziazione consistente in TCM199/DMEM, 100 UI/ml di penicillina, 100 µg/ml di 
streptomicina, 10% di FBS, 10 mM di β-glicerofosfato, 0.1 µM di desametazone, 50 µM 
di acido ascorbico (Mizuno e Hyakusoku, 2003). Le cellule sono state coltivate, a 38.5°C 
in atmosfera umidificata al 5% CO2, in monostrato per tre settimane e il medium è stato 
completamente cambiato due volte a settimana. 
L’avvenuta osteogenesi, caratterizzata dai depositi di calcio, è stata evidenziata 
dopo tre settimane di coltura utilizzando la colorazione di von Kossa e Alizarin Red. Per 
la colorazione di von Kossa, le cellule sono state fissate in una soluzione di formalina al 
10% per un’ora a temperatura ambiente, quindi lavate con acqua bidistillata, ricoperte 
con una soluzione al 5% di nitrato di argento e successivamente esposte alla luce gialla 
per 15 minuti. I depositi di calcio fosfato si colorano di nero. Per effettuare la colorazione 
Alizarin Red, le cellule sono invece state fissate per un’ora a temperatura ambiente in una 
soluzione di etanolo al 70%; successivamente sono state lavate con acqua bidistillata 
quindi ricoperte con una soluzione al 2% di Alizin Red per 30 minuti. Dopo 4 lavaggi 
con acqua bidistillata, i depositi di calcio si colorano di arancione-rosso. 
 
2.1.3.3 Differenziazione adipogenica 
Al passaggio P3 di coltura, le cellule, dopo tripsinizzazione e successiva 
centrifugazione sono state poste in piastre 6 well ad una densità di  5 x 103 cellule/cm2 in 
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2 ml di medium di coltura per 24 ore per farsì che le cellule aderissero alla piastra. Dopo 
24 ore il medium è quindi stato sostituito con terreno da differenziazione adipogenica 
costituito da TCM199/DMEM, 100 UI/ml di penicillina, 100 µg/ml di streptomicina, 
15% di siero di coniglio, 1 µM di desametazone, 0.5 mM di isobutil-metilxantina, 10 mM 
di insulina, 0.2 mM di indometacina, (Mizuno e Hyakusoku 2003; Koch et al 2007). Le 
cellule sono state coltivate in monostrato a 38.5°C in atmosfera umidificata al 5% di CO2. 
Dopo 74 ore, il medium è stato sostituito da medium nuovo privo di isobutil-
metilxantina, e successivamente le cellule sono state mantenute in coltura per 21 giorni e 
il terreno sostituito 2 volte a settimana (Schuh et al 2009). Dopo questo periodo di tempo 
le cellule sono state fissate con una soluzione al 10% di formalina per 1 ora a temperatura 
ambiente, quindi lavate con acqua bidistillata e successivamente con isopropanolo al 60% 
per 5 minuti e quindi colorate con una soluzione di Oil Red O (0.3% in isopropanolo 
60%) per 5 minuti. Passato questo tempo la soluzione di colorante è stata rimossa, le 
cellule lavate con acqua bidistillata. I vacuoli lipidici vengono colorati in rosso. 
 
2.1.4 Caratterizzazione molecolare 
Una volta raggiunto il passaggio P3, le cellule sono state inoltre sottoposte a 
caratterizzazione molecolare. Per questo sono state lavate con PBS e staccate dalla 
superficie cellulare mediante a tripsinizzazione per massimo 10 minuti; successivamente 
la tripsina è stata inattivata con PBS+10%FBs, e le cellule sono state lavate mediante 
centrifugazione a 600 rpm per 5 minuti per due volte. Dopo l’eliminazione del surnatante, 
il pellet è stato sospeso in 100 µl di Intraprep Kit Reagent 1 (Beckman Coulter, Miami, 
FL, USA) e incubato per 15 minuti a temperatura ambiente. Successivamente sono stati 
aggiunti 4 ml di PBS e la soluzione è stata centrifugata a 600 rpm per 5 min. Il pellet di 
cellule ottenuto, risospeso in 100 µl di PBS è stato incubato per 20 minuti a temperatura 
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ambiente con anticorpi CD105, CD90, CD44, CD45, CD34, CD14 e CD73 direttamente 
coniugati con FITC, PE o APC (Beckman Coulter, Miami, FL, USA). Sono stati utilizzati 
appropriati isotopi coniugati di controllo (Beckman Coulter, Miami, FL, USA). Dopo 
colorazione, le cellule sono state lavate per due volte con PBS e l’intensità della 
fluorescenza è stata valutata con citofluorimetro dotato di doppio laser FC500 (Beckman 
Coulter, Miami, FL, USA) e i risultati successivamente analizzati con programma CXP. 
  
2.2 Applicazioni Cliniche 
Segnalamento: 
Puledro di razza Quarter Horse, ospedalizzato presso l’Unità di Perinatologia 
Equina del Dipartimento Clinico Veterinario, Università di Bologna, 36 ore dopo la 
nascita con un peso di 39 Kg. All’inizio dei trattamenti l’età del soggetto era di 15 giorni 
e il peso 44 Kg. 
 
Anamnesi: 
Il puledro, nato durante la notte, senza assistenza, e ritrovato il mattino seguente al 
di fuori del box dove si trovava la madre, è stato ricoverato presso l’Unità di 
Perinatologia Equina a causa di uno stato di depressione; prima del ricovero i proprietari 
ne avevano osservato la minzione e l’espulsione di parte del meconio. La placenta 
esaminata dal veterinario referente era stata considerata nella norma in termini di 
dimensione e colore.  
 
Visita Clinica: 
Ad una iniziale visita clinica l’animale si presentava in piedi ma depresso; la 
temperatura rettale era di 38.1°C (range 37.2-38.9°C), le mucose erano cianotiche, la 
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frequenza respiratoria di 28 atti respiratori/minuto (range di riferimento 20-40) respiro 
discordante, la frequenza cardiaca di 136 battiti/minuto (range di riferimento 70-100), il 
polso periferico era assente e il tempo di riempimento capillare >3 sec (normale 1-2 sec). 
Il puledro presentava inoltre sclera iniettata, banda coronarica rosse e petecchie evidenti. 
Era inoltre evidente edema sottocutaneo a livello di gomiti e garretti. L’esame clinico, 
accompagnato da alterati livelli ematici di lattato, creatin-chinasi, bilirubina totale e urea, 
hanno permesso di effettuare una diagnosi di setticemia. 
 
Terapia: 
Il puledro è stato immediatamente sottoposto a ossigenoterapia, terapia fluida con 
soluzione di Ringer in bolo inizialmente, poi soluzione salina con glucosio al 2.5% a 
valori di mantenimento per tre giorni. L’animale è stato inoltre trattato con terapia 
antibiotica endovenosa a base di ampicillina e amikacina. Tre giorni dopo il ricovero la 
cute dei garretti e carpi gradualmente è andata incontro a distacco dando luogo alla 
formazione di ulcere profonde. Inizialmente le aree interessate, prima di essere bendate, 
sono state pulite giornalmente con soluzione salina e trattate con applicazione di una 
pomata a base di ozono (RHD; Acme Srl, Reggio Emilia Italia) o di sulfamidico (Socatil; 
Acme Srl, Reggio Emilia, Italia), gel di aloe, prodotti solitamente impiegati nella cura 
delle piaghe da decubito tipiche di puledri setticemici o che non assumono la stazione 
quadrupedale. Il puledro è stato anche trattato con acido acetilsalicilico (aspirina) per 
evitare il formarsi di trombosi a carico dei vasi arteriosi degli arti, metronidazolo per 
prevenire le infezioni da germi anaerobici a livello sottocutaneo e fenilbutazone per il 
controllo del dolore. Dopo 10 giorni dall’ospedalizzazione, a seguito di un intervento di 
chiusura dell’uraco e della ridotta quantità di latte assunta dal redo, le piaghe cutanee 
erano ancora molto profonde così che si è deciso per il ricorso alla terapia parenterale a 
140 
 
base di glucosio (10g/kg), aminoacidi (2g/kg) e lipidi (1g/kg). La terapia parenterale è 
stata poi gradualmente sospesa dopo 5 giorni. Dato che dopo 15 giorni di 
ospedalizzazione le piaghe cutanee erano ancora molto profonde e non presentavano 
segni di guarigione si è deciso di procedere con l’applicazione di cellule staminali e gel di 
piastrine (PRP). 
Dato lo scarso peso e le condizioni cliniche critiche del puledro, il gel di piastrine è 
stato preparato prelevando 350 ml di sangue venoso della madre, raccolto in sacche 
ematiche Baxter. Il sangue è stato inizialmente centrifugato a 500 g per 20 minuti, poi 
una volta separata la frazione corpuscolata dal plasma, è stata effettuata una seconda 
centrifugazione a 3000 g per 10 minuti. A questa è seguita la separazione del platelet 
poor plasma (plasma povero di piastrine) dalla frazione di platelet rich plasma (plasma 
ricco di piastrine); quest’ultima frazione che rappresenta circa il 5-10% del totale, è stata 
stoccata in eppendorf da 1,5 ml e posta in congelatore a -80°C, così da ottenere il lisato 
piastrinico ricco di fattori di crescita. 
Le cellule staminali impiegate sono state isolate da liquido amniotico prelevato al 
momento del parto da una cavalla ricoverata presso l’Unità di Perinatologia Equina per 
assistenza al parto. Sono state impiegate le procedure di isolamento ed espansione 
cellulare in vitro precedentemente descritte.  
Le piaghe sono state divise in tre gruppi:  
• Controllo: Piaghe a carico di carpo e garretto sinistro trattate con 
gel di aloe; 
• PRP: Piaga a carico del carpo destro trattata con gel di piastrine; 
• Staminali+ PRP: Piaghe a carico del garretto destro trattata con 
staminali applicate utilizzando come scaffold gel di piastrine. 
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Subito prima di effettuare le applicazioni di cellule staminali e gel piastrinico, sotto 
cappa a flusso laminare, in condizioni sterili, le cellule sono state staccate dalle flask di 
coltura mediante tripsinizzazione e sottoposte a due centrifugazioni di lavaggio; al tempo 
stesso, circa 20 ml di gel di piastrine sono stati scongelati a temperatura ambiente e 
successivamente, sotto cappa a flusso laminare, secondo le norme di sterilità, sono stati 
suddivisi in due piastre Petri sterili di vetro di 100 mm di diametro. In una delle due 
piastre, al gel è stato aggiunto 1 ml di medium di coltura, senza FBS, contenete le cellule 
staminali (~5x106/ml); entrambe le piastre sono state poste su piastra riscaldata a 38.5°C 
ed è stato aggiunto gluconato di calcio per favorire la solidificazione del PRP e la 
formazione di un disco gelatinoso applicabile sulle piaghe (Fig. 2.2). 
 
 
In sala operatoria con il puledro in decubito laterale, le piaghe sono state lavate 
accuratamente con soluzione fisiologica sterile, senza effettuare alcuna azione di 
sfregamento. Prima dell’applicazione i dischi gelatinosi formati dal PRP solidificato sono 
stati trasferiti dalle piastre su garze Duoderm® sterili (Convatec, Roma, Italia) (Carter et 
al 2003). 






Una volta effettuata l’applicazione, al di sopra delle garze Duoderm®  (Fig.2.4a, b), 
sono state poste garze chirurgiche sterili e la fasciatura è stata effettuata con strati 
sovrapposti di cotone garzato, benda e Vetrap® (3M, Milano, Italia) (Fig.2.5). 

















Le applicazioni di cellule staminali e gel piastrinico sono state effettuate per quattro 
volte consecutive due volte a settimana. Le fasciature venivano tolte solo poco prima di 
procedere con l’applicazione; dopo l’ultima applicazione le fasciature venivano cambiate 
due volte a settimana, ma senza che venisse applicato altro trattamento. Gli arti con le 
piaghe trattate con applicazione di gel di aloe, venivano sfasciate, pulite e medicate ogni 
48 ore. Tutte le piaghe ad un mese dall’inizio del trattamento sono state lasciate scoperte, 
Fig.2.4: Applicazione del disco gelatinoso con garza Duoderm su carpo (a,b) e garretto (c,d). 




e non sono stati effettuati trattamenti successivi. Le aree di tutte le piaghe sono state 
misurate, inizialmente due volte a settimana, poi una volta a settimana per due mesi 
consecutivi. 
I dati raccolti, espressi come percentuale di regressione media delle aree, sono stati 
analizzati mediante ANOVA (Statistica for Windows-Stat Soft Inc., Tulsa, Oklaoma, 
USA). Le differenze sono state considerate significative per P<0.05. 
Dopo 25 giorni di degenza il puledro è stato dimesso, in buone condizioni fisiche, 
con un peso corporeo di 55 Kg; al proprietario è stata raccomandata terapia antibiotica 
per bocca, accompagnata da probiotici, fino alla completa guarigione delle piaghe. 
 
2.3 Risultati 
2.3.1 Isolamento, differenziazione e caratterizzazione 
In nessuna delle fattrici e in nessuno dei puledri si sono verificati problemi a 
seguito dei prelievi effettuati.  
Per quanto riguarda il liquido amniotico, il volume raccolto ad ogni parto è stato di 
15-50 ml con una media di 35,0±23,5 ml. È stato possibile effettuare il prelievo in 10 
fattrici su 13 (77,0%); in 7/10 (70,0%) campioni si sono sviluppate colonie con la classica 
morfologia fibroblasto-simile delle cellule staminali mesenchimali (Fig.2.6a); mentre 3 
campioni su 10 (30,0%) sono stati contaminati (1 da batteri e 2 da muffe). Il tempo di 
duplicazione delle popolazioni è stato compreso tra 0,6 e 4,5 giorni ed è risultato in 
media pari a 2,3±1,0 giorni per i passaggi P0-P8. Non sono state rilevate differenze 
statisticamente significative (P>0,05) per quanto riguarda il tempo di duplicazione nei 
diversi passaggi (Fig.2.5a). Al passaggio 8 il numero di duplicazioni cellulari è stato di 
37,3±3 (Fig.2.5b). Dopo tre settimane di coltura in medium da differenziazione 
condrogenica, la coltura cellulare, colorata con Alcian blu presentava accumuli di 
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glicosaminoglicani sia intracellulari che nella matrice extracellulare, accumuli tipici 
dell’avvenuta differenziazione condrogenica (Fig.2.6h); al contrario le cellule coltivate in 
medium di coltura normali presentavano scarse quantità di glicosaminoglicani all’interno 
del citoplasma, mentre erano assenti accumuli extracellulari (Fig.2.6g). Dopo induzione 
della differenziazione osteogenica, con coltura per 21 giorni in medium opportunamente 
addizionato, la morfologia cellulare si è presentata nettamente modificata, con cellule 
cubiche e non più affusolate (Fig.2.6b). Gli accumuli di sali di calcio sono stati 
evidenziati sia mediante colorazione di von Kossa, che colora in nero i depositi 
extracellulari (Fig.2.6f), sia mediante colorazione Alizarin Red, che invece colora in 
arancione-rosso i depositi (Fig.2.6d). Le cellule coltivate in medium di coltura standard 
sono invece risultate negative per entrambe le colorazioni, presentando solo una minima 
quantità di depositi di sali di calcio ritenuti fisiologici (Fig2.6c,e). Per quanto riguarda la 
differenziazione adipogenica, invece, la colorazione Oil Red O, effettuata dopo tre 
settimane di coltura in medium specifico, ha messo in evidenza la differenziazione di 
queste cellule in adipociti, come testimoniato da un accumulo intracellulare di vacuoli 
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Per quanto riguarda il sangue cordonale, è stato possibile effettuare il prelievo solo in 
8 casi su 13 (61,5%) a causa del precoce collasso della vena ombelicale. In media sono 
stati prelevati 36,7±13,9 ml (range 15-55 ml). In 6/8 campioni (75%) sono state isolate 
colonie di cellule con la classica morfologia fibroblasto simile (Fig.2.8a), mentre in un 
campione (1/8: 12,5%) non sono state isolate cellule e un campione è stato contaminato  da 
muffe (1/8: 12,5%). Il tempo di duplicazione delle popolazioni è stato compreso tra 1,1 e 5 
giorni e è risultato in media pari a 2,6 ± 1,3 giorni per i passaggi P0-P8. Non sono state 
rilevate differenze statisticamente significative (P>0,05) per quanto riguarda il tempo di 
duplicazione nei diversi passaggi (Fig.2.7a). Al passaggio 8 il numero di duplicazioni 
cellulari è stato di 34,4 ± 2,3 (Fig.2.7b).  
Fig.2.6: Differenziazione in vitro di MSCs isolate da liquido amniotico di cavallo. (a) controllo dopo tre 
settimane in un medium di coltura standard: morfologia cellulare fibroblasto-simile (Microscopio Nikon Eclipse 
TE2000-U; x20); (b) induzione osteogenica dopo tre settimane di coltura in medium di differenziazione, le 
cellule assumono una morfologia cubica e sono visibili i depositi di calcio (x20); (c) controllo: dopo 21 giorni in 
medium di coltura standard: cellule negative alla colorazione Alizarin Red (x20); (d) induzione osteogenica: 
dopo tre settimane in medium di differenziazione: cellule positive a colorazione Alizarin Red (x20); (e) 
induzione osteogenica: controllo: cellule negative alla colorazione di von Kossa (x20); (f) induzione 
osteogenica: cellule positive alla colorazione di von Kossa (x20); (g) controllo: dopo tre settimane in un medium 
di coltura standard, le cellule hanno mantenuto una morfologia classica e risultano negative alla colorazione con 
Alcian Blu (x20); (h) induzione condrogenica: dopo tre settimane di coltura in medium di differenziazione,  
cellule positive alla  colorazione con Alcian Blu (x20); (i): controllo: cellule negative alla colorazione Oil Red O 
(x20); (h) induzione adipogenica: dopo 21 giorni di coltura in medium da differenziazione le cellule mostrano 


































































La colorazione con Alcian Blu, effettuata dopo 21 giorni di coltura in medium da 
differenziazione,ha evidenziato accumuli di glicosaminoglicani intracellulari ed 
extracellulari, caratteristici dell’avvenuta differenziazione condrogenica (Fig.2.8h); al 
contrario le cellule coltivate in medium di coltura standard presentavano scarse quantità 
di glicosaminoglicani all’interno del citoplasma, mentre erano assenti accumuli 
extracellulari (Fig.2.8g). Dopo coltura per 21 giorni in medium opportunamente 
addizionato per ottenere una differenziazione cellulare in senso osteogenico, le cellule 





presentavano morfologia cubica e non più fibroblasto-simile (Fig.2.8b). I sali di calcio 
depositati nella matrice extracellulare sono stati evidenziati in nero con la colorazione di 
von Kossa (Fig.2.8f), e in arancione-rosso con colorazione Alizarin Red (Fig.2.8d). Le 
cellule coltivate in medium di coltura standard sono invece risultate negative per 
entrambe le colorazioni, presentando solo una minima quantità di depositi di sali di calcio 
ritenuti fisiologici (Fig2.8c,e). Nelle cellule coltivate con medium da differenziazione 
adipogenica per tre settimane, la colorazione Oil Red O ha messo in evidenza un ingente 
accumulo di vacuoli lipidici nella cellule, di gran lunga superiore rispetto a quelli presenti 
nella coltura di controllo, ma anche rispetto a quelle di liquido amniotico e Wharton’s 




   
 


























Il prelievo del cordone ombelicale è stato effettuato in tutti i casi (13/13: 100%); in 
media  la quantità di gelatina raccolta è stata pari a 5,0 ± 3,7 g (range 1,8-11 g). In 8/12 
(66,7%) campioni sono state isolate colonie di cellule con classica morfologia fibroblasto 
simile (Fig.2.10a); data l’assenza di Wharton’s Jelly, in 1 campione su 13 (7,7%) non è 
stato possibile l’isolamento cellulare, mentre 4/12 (33,3%) sono stati contaminati con 
batteri.  Il tempo di duplicazione delle popolazioni è stato compreso tra 1,2 e 4 giorni e è 
risultato in media pari a 2,0 ± 0,6 giorni per i passaggi P0-P8. Non sono state rilevate 
differenze statisticamente significative (P>0,05) per quanto riguarda il tempo di 
duplicazione nei diversi passaggi (Fig.2.9a). Al passaggio 8 il numero di duplicazioni 
cellulari è stato di 37,4±2,0 (Fig.2.9b).  
Fig.2.8: Differenziazione in vitro di MSCs isolate da sangue cordonale di cavallo. (a) controllo dopo tre 
settimane in un medium di coltura standard: morfologia cellulare fibroblasto-simile (Microscopio Nikon Eclipse 
TE2000-U; x20); (b) induzione osteogenica dopo tre settimane di coltura in medium di differenziazione, le 
cellule assumono una morfologia cubica e sono visibili i depositi di calcio (x20); (c) controllo: dopo 21 giorni in 
medium di coltura standard: cellule negative alla colorazione Alizarin Red (x20); (d) induzione osteogenica: 
dopo tre settimane in medium di differenziazione: cellule positive a colorazione Alizarin Red (x20); (e) 
induzione osteogenica: controllo: cellule negative alla colorazione di von Kossa (x20); (f) induzione 
osteogenica: cellule positive alla colorazione di von Kossa (x20); (g) controllo: dopo tre settimane in un medium 
di coltura standard, le cellule hanno mantenuto una morfologia classica e risultano negative alla colorazione con 
Alcian Blu (x20); (h) induzione condrogenica: dopo tre settimane di coltura in medium di differenziazione,  
cellule positive alla  colorazione con Alcian Blu (x20); (i): controllo: cellule negative alla colorazione Oil Red O 
(x20); (h) induzione adipogenica: dopo 21 giorni di coltura in medium da differenziazione le cellule mostrano 






























































A tre settimane dal’inizio della coltura in medium specifico per l’induzione della 
differenziazione condrogenica, le cellule presentavano ingenti accumuli intra ed extra 
cellulari, colorati in azzurro con Alcian Blu (Fig.2.10h); le cellule coltivate in medium di 
coltura standard, invece, ne sono risultate pressoché prive, come evidenziato dalla debole 
colorazione azzurra assunta dopo trattamento con Alcian Blu, e del tutto assenti sono gli 
accumuli di glicosaminoglicani extracellulari (Fig.2.10g). Dopo 21 giorni di coltura in 
Fig. 2.9: Caratteristiche di crescita in vitro delle cellule mesenchimali isolate dalla gelatina di Wharton di cordone 






medium da differenziazione osteogenica, la morfologia cellulare si presentava cubica e 
non più fibroblasto-simile (Fig.2.10b). I sali di calcio depositati nella matrice 
extracellulare sono stati evidenziati in nero con la colorazione di von Kossa (Fig.2.10f), e 
i arancione-rosso con colorazione Alizarin Red (Fig.2.10d). Le cellule coltivate in 
medium di coltura standard sono invece risultate negative per entrambe le colorazioni, 
presentando solo una minima quantità di depositi di sali di calcio ritenuti fisiologici 
(Fig2.10c,e). Con colorazione Oil Red O sono invece stati colorati gli accumuli lipidici 
all’interno delle cellule coltivate per tre settimane in medium da differenziazione 
adipogenica; tali accumuli sono risultati superiori nelle cellule andate incontro a 
differenziazione rispetto alla coltura di controllo (Fig.2.10i,l). 
   
 






   
 
   
 














In nessuna delle linee cellulari isolate è stata evidenziata una fase di latenza al 
momento di inizio della coltura cellulare; in tutte le linee in fatti non si sono evidenziate 




Fig.2.10: Differenziazione in vitro di MSCs isolate da gelatina di Wharton di cavallo. (a) controllo dopo tre 
settimane in un medium di coltura standard: morfologia cellulare fibroblasto-simile (Microscopio Nikon Eclipse 
TE2000-U; x20); (b) induzione osteogenica dopo tre settimane di coltura in medium di differenziazione, le 
cellule assumono una morfologia cubica e sono visibili i depositi di calcio (x20); (c) controllo: dopo 21 giorni in 
medium di coltura standard: cellule negative alla colorazione Alizarin Red (x20); (d) induzione osteogenica: 
dopo tre settimane in medium di differenziazione: cellule positive a colorazione Alizarin Red (x20); (e) 
induzione osteogenica: controllo: cellule negative alla colorazione di von Kossa (x20); (f) induzione 
osteogenica: cellule positive alla colorazione di von Kossa (x20); (g) controllo: dopo tre settimane in un medium 
di coltura standard, le cellule hanno mantenuto una morfologia classica e risultano negative alla colorazione con 
Alcian Blu (x20); (h) induzione condrogenica: dopo tre settimane di coltura in medium di differenziazione,  
cellule positive alla  colorazione con Alcian Blu (x20); (i): controllo: cellule negative alla colorazione Oil Red O 
(x20); (h) induzione adipogenica: dopo 21 giorni di coltura in medium da differenziazione le cellule mostrano 
evidenti vacuoli positivi alla colorazione Oil Red O (x20). 
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passaggi (P>0,05). Confrontando tempi di duplicazione di tutte le linee cellulari isolate, 
le MSCs da tessuto adiposo hanno presentato un tempo di duplicazione inferiore rispetto 
a tutte le altre linee (P<0,05), ad eccezione delle cellule isolate da gelatina di Wharton 
(P>0,05). Le BMMSCs hanno presentato un tempo di replicazione cellulare superiore a 
quello di tutte le altre linee (P<0,05), con la sola eccezione delle cellule isolate da sangue 
cordonale (P>0,05).  
L’espressione di un numero di markers associati con cellule staminali 
mesenchimali è stata valutata mediante impiego di citofluorimetria sulle cellule isolate da 
liquido amniotico, sangue cordonale e gelatina di Wharton. Tutte le linee cellulari isolate 
hanno mostrato espressione di markers di staminalità mesenchimale quali CD90, CD44 e 
CD105, mentre sono risultate negative per markers di staminalità tipicamente emopoietici 



















Fig.2.11: Analisi citofluorimetrica dell’espressione proteica di MSCs isolate da liquido amniotico di 
cavallo marcate con anticorpi verso gli antigeni CD14, CD34, CD45,CD90, CD105, CD73 e CD44. 
Gli istogrammi ombreggiati indicano il controllo; gli istogrammi bianchi la reazione positiva con 







Fig.2.12: Analisi citofluorimetrica 
dell’espressione proteica di MSCs isolate da 
sangue cordonale di cavallo marcate con 
anticorpi verso gli antigeni CD14, CD34, 
CD45,CD90, CD105, CD73 e CD44. Gli 
istogrammi ombreggiati indicano il controllo; gli 
istogrammi bianchi la reazione positiva con 
l’anticorpo indicato. Gli istogrammi 
rappresentano il numero relativo di cellule vs 






Fig.2.13: Analisi citofluorimetrica 
dell’espressione proteica di MSCs isolate da 
Wharton’s Jelly di cavallo marcate con anticorpi 
verso gli antigeni CD14, CD34, CD45,CD90, 
CD105, CD73 e CD44. Gli istogrammi 
ombreggiati indicano il controllo; gli istogrammi 
bianchi la reazione positiva con l’anticorpo 
indicato. Gli istogrammi rappresentano il numero 
relativo di cellule vs l’intesità della fluorescenza. 
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2.3.2 Applicazioni cliniche 
Le lesioni riportate sugli arti anteriori e posteriori di un puledro Quarter Horse 
ospedalizzato presso l’Unità di perinatologia del Dipartimento Clinico Veterinario, sono 
state sottoposte a tre diversi trattamenti: Aloe, gel piastrinico, gel piastrinico+cellule 
staminali isolate da liquido amniotico equino. L’area di partenza della lesione a carico del 
garretto destro (MSCs+PRP) era di 63,5 cm2 (Fig.2.14a); a un mese dall’inizio del 
trattamento, quindi 15 giorni dopo l’ultima applicazione, la dimensione della piaga era di 
19,3 cm2 (Fig.2.14b) e a due mesi era di 2,2 cm2 (Fig.2.14c). La lesione a carico del carpo 
destro (PRP) presentava al momento dell’inizio del trattamento un’area di 19,8 cm2 
(Fig.2.14.e); a un mese l’area della lesione era regredita a 7,1 cm2 (Fig.2.14.f) e a due mesi 
era pari a 0,9 cm2 (Fig.2.14g). Per quanto riguarda il garretto sinistro l’area della lesione 
inizialmente era di 20,8 cm2 (Fig.2.14i), un mese dopo era di 6,1 cm2 (Fig.2.14l) e due mesi 
dopo era di 3,7cm2 (Fig.2.14m). Infine, l’area della piaga a carico del carpo destro in 
partenza era di 46,5 cm2 (Fig.2.14e) per poi ridursi a 13,0 cm2 (Fig.2.14o) un mese dopo 
l’inizio del trattamento e a 4,6 cm2 (Fig.2.14p) due mesi dopo.  
 













   
   








   







   
 
 
La percentuale di regressione media della lesione a carico del garretto sinistro, 
trattato con cellule staminali+PRP è risultata statisticamente superiore rispetto a quella 
della lesione a carico del contro laterale garretto destro trattato con gel di Aloe (26,1% vs 
20,6%: P<0,05). I dati raccolti hanno evidenziato nella regressione di queste lesioni, 
differenze statisticamente significative non solo per quanto riguarda il trattamento, ma 
anche per quanto riguarda l’effetto del tempo e l’interazione tempo x trattamento (P<0,05). 
Per quanto riguarda invece le lesioni a carico del carpo destro e sinistro, trattate 
rispettivamente con PRP e con gel di Aloe, non sono state evidenziate differenze 
significative per quanto riguarda il trattamento, essendo la percentuale di regressione 
media di entrambi pari a 18,1% (p>0,05). Sono invece state riscontrate differenze 
statisticamente significative per quanto riguarda l’effetto del tempo e l’interazione tempo x 
trattamento (P<0,05): la guarigione a carico del carpo sinistro è infatti risultata più lenta. 
Le stesse differenze si riscontrano anche nel confronto tra le regressioni delle aree delle 
piaghe trattate con gel di Aloe su carpo e garretto sinistri, mentre trattamento, tempo e 
tempo x trattamento della lesione a carico del garretto destro trattata con cellule staminali + 
PRP, sono risultati statisticamente significativi rispetto a quelli della lesione a carico del 
q 
Fig.2.14: Regressione delle piaghe a carico di garretto destro (MSC+PRP), carpo destro (PRP), garretto 
sinistro (Gel di Aloe), carpo sinistro (Gel di Aloe). 
166 
 
carpo destro trattato con il solo PRP (P<0,05; %regresione media: 26,1% vs 18,1%). 
L’andamento della regressione delle aree delle piaghe trattate è rappresentato nel Grafico 
2.1. 
 
Sette mesi dopo tutte le piaghe erano chiuse (Fig.2.14d,h,n); il garretto destro 
presentava una cicatrice lineare non esuberante, mentre garretto sinistro e carpo destro 
presentavano cicatrici a stella, leggermente esuberanti in alcuni punti. La lesione presente 
sul carpo sinistro era ancora aperta con un’area di circa 0,5 cm2 (Fig.2.14q). 
 
2.4 Discussioni 
Nel presente studio sono state isolate cellule staminali mesenchimali provenienti da 
sangue cordonale, gelatina di Wharton e, per la prima volta nella specie equina, da 
liquido amniotico. I campioni sono stati prelevati al momento del parto senza 
complicazioni successive né per la fattrice nè per il neonato.   
I primi ad isolare MSCs da sangue cordonale nell’equino furono Koch et al nel 
2007, che riportarono il prelievo, con sacche trasfusionali, di un volume medio di sangue 
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di 168±36,08 ml e una percentuale di isolamento del 57%, utilizzando la separazione 
cellulare su gradiente di densità di Ficoll con sangue intero. Negli anni successivi, Such 
et al (2009) ottennero una percentuale di isolamento dell’80% con campioni di 250 ml di 
sangue processati su gradiente di Ficoll. La percentuale di isolamento di MSCs da sangue 
cordonale ottenuta nel nostro laboratorio è stata del 75% utilizzando un gradiente di 
densità a base di una soluzione di Percoll al 70%. Tale resa è stata nettamente superiore 
rispetto a quella riportata da Koch et al nel 2007 con quantità di sangue nettamente 
superiori rispetto a quelle a nostra disposizione: avendo effettuato i prelievi con siringhe 
e non con sacche trasfusionali il volume medio di sangue da noi impiegato è stato di 
35,8±15,9 ml, contro i 168±36,08 ml impiegati da Koch et al (2007). Inoltre la 
percentuale di isolamento da noi ottenuta non si discosta da quella riportata da Such et al 
(2009) che hanno impiegato campioni di sangue del volume di 250 ml. Nel 2009, Koch et 
al ottennero invece una percentuale di isolamento del 100% impiegando volumi di sangue 
di 42 ml su gradiente di densità di PrepaCyte®-EQ: in quest’ultimo caso la grandezza dei 
campioni di sangue impiegati non si discosta da quella a nostra disposizione, mentre la 
resa è leggermente superiore. Data l’influenza che le condizioni di laboratorio possono 
avere sull’esito dei progetti, in futuro sarebbe opportuno confrontare il metodo di 
isolamento impiegato nel nostro studio con quello riportato da Koch et al (2009), alle 
medesime condizioni. Rispetto a quanto riportato in letteratura circa le percentuali di 
isolamento di MSCs da sangue cordonale umano (0%-63%; Gutierrez-Rodriguez et al 
2000; Kern et al 2006), la resa da noi ottenuta risulta essere di gran lunga superiore, 
simile come valore a quella ottenuta dalla processazione di tessuto adiposo e midollo 
osseo (Kern et al 2006). Il tempo di duplicazione delle cellule isolate è risultato in media 
pari a 2,6±1,3 giorni per i passaggi P0-P8 e il numero di duplicazioni cellulari al 
passaggio 8 e stato di 34,4 ± 2,3. Koch et al in due studi successivi del 2007 e del 2009, 
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riportano invece tempi di duplicazione inferiori rispetto a quello da noi ottenuto, con una 
media di circa 0,8 ±0,1; la differenza potrebbe essere determinata dalle condizioni di 
coltura da noi utilizzate, in particolare dalla minor concentrazione di FBS impiegata pari 
al 10%, rispetto al 30% utilizzata dal gruppo canadese. Il siero fetale bovino è una 
miscela di biomolecole di elevato peso molecolare che promuovono o inibiscono la 
crescita e la differenziazione cellulare: fattori nutrizionale, ormoni, proteine di trasporto, 
fattori di adesione o estensione come proteine della matrice extracellulare, fattori 
stabilizzanti e detossificanti. La composizione del FBS è però in gran parte sconosciuta 
sia in termini qualitativi che quantitativi e vari molto anche a seconda dell’età del feto di 
origine. La scelta di impiegare una minor percentuale di FBS nella coltura cellulare in 
vitro è stata dettata in parte da quest’ultimo fattore, in parte dall’esigenza di ridurre al 
massimo i rischi di contaminazione nell’ottica di impiegare le cellule mesenchimali 
isolate trial clinici per la risoluzione di differenti patologie. Il siero fetale infatti potrebbe 
essere veicolo non solo di agenti patogeni noti, quali batteri, virus o micoplasmi ma 
anche di agenti infettivi sconosciuti o di difficile diagnosi quali prioni o nuovi virus. In 
medicina umana, Chang et al, nel 2006, dimostrarono come le MSCs isoalte da sangue 
cordonale avessero un tempo di duplicazione dimezzato rispetto a quello delle BMMSCs; 
nel nostro studio invece, il tempo di duplicazione di queste due linee cellulari è risultato 
pressoché simile (2,6±1,3 vs 3,2±1,5), mentre è risultato superiore rispetto a quello di 
tutte le altre linee isolate. 
La gelatina di Wharton è il tessuto connettivo immaturo che avvolge i vasi del 
cordone ombelicale ed è composto da cellule stromali miofibroblasto-simili, fibre 
collagene e proteoglicani (Kobayashi et al 1998). Mentre in campo umano, la percentuale 
di isolamento di MSCs da gelatina di Wharton riportata in letteratura è per lo più del 
100% (Troyer e Weiss 2008), nel nostro studio la resa da questo tessuto è stata del 
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66,7%.  La digestione del cordone, nella nostra esperienza, è stata ottimale sminuzzando 
la gelatina in pezzetti di area < 1cm2 e immergendoli in soluzione di collagenasi allo 
0.1% per almeno 1 ora. Altri Autori, pur non riportando il numero dei campioni da cui è 
stato possibile l’isolamento cellulare rispetto al numero di campioni trattati, utilizzando 
una soluzione alla stessa concentrazione di collagenasi (Passeri et al 2009) o una 
soluzione a base di tripsina (Cremonesi et al 2008) hanno invece lasciato il tessuto a 
contatto con gli enzimi digestivi per un tempo minore, come riportato nei lavori effettuati 
con cordone ombelicale di uomo (Jomura et al 2007). Il maggior tempo di esposizione 
all’enzima digestivo nel nostro protocollo potrebbe essere correlato alla diversa 
collagenasi utilizzata rispetto a quanto riportato dagli altri Autori. Le cellule da gelatina 
da noi isolate hanno mostrato un tempo di duplicazione medio pari a 2,0±0,6. Il tempo di 
duplicazione ottenuto è inferiore a quello indicato da Hoyonowsky et al (2007), pari a 
3,6±0,09. Questa discrepanza è probabilmente imputabile alle diverse condizioni di 
coltura ed alla diversa selezione del tessuto cordonale da processare. Infatti, mentre nel 
nostro studio, è stata digerita solamente la porzione gelatinosa del cordone ombelicale, 
Hoyonowsky et al (2007), seguendo il protocollo indicato da Weiss et al (2006) per il 
cordone ombelicale umano, eseguirono la digestione enzimatica di tutto il tessuto 
cordonale, eliminando solo quello che costituisce i vasi e le pareti vasali (Weiss et al 
2003). Gli stessi Autori, riportarono inoltre una fase di latenza nella curva di crescita 
delle cellule di matrice cordonale, non evidenziata dal nostro studio. Il tempo di 
duplicazione delle cellule mesenchimali da noi isoalte da gelatina di Wharton è risultato 
statisticamente inferiore rispetto a quello delle celle cellule isolate da midollo osseo 
(3,2±1,5), sangue cordonale (2,6±1,3) ed anche liquido amniotico (2,3±1), mentre non 
sono state rilevate differenze con il valore di duplicazione cellulare delle cellule isolate 
da tessuto adiposo (1,3±0,7). Tali differenze sono simili a quelle riportate nello studio 
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delle medesime linee cellulari in medicina umana (Sarugaser et al 2005; Karahuseyinoglu 
et al 2007), fatta eccezione per il liquido amniotico (Tsai et al 2004). Il numero di 
duplicazioni cellulari al passaggio 8 è stato di 37,4±2,0; tale valore risulta essere simile a 
quello riportato da Passeri et al (2009), di 36,5±3,4 al passaggio 12 in medium di coltura 
α-MEM (alpha modified minimum essential medium) con 20% di FBS. Gli Autori 
riscontrarono invece un incremento nel numero di duplicazioni fino a 55±7, 
accompagnato da una riduzione del tempo di duplicazione cellulare, quando al medium 
veniva aggiunto EGF (Epidermal Growth Factor). Tale fattore si è infatti rivelato essere 
un buon promotore della mitosi e induttore di noduli osteogenici più voluminosi durante 
la differenziazione (Passeri et al 2009).  
Per la prima volta in questo studio sono state isolate cellule staminali mesenchimali 
da liquido amniotico di equino, prelevato, senza complicazioni, al momento del parto. 
Anche se in passato era già stata dimostrata la presenza di tali cellule nel liquido 
amniotico di pecora (Kaviani et al 2001), suino (Sartore et al 2005) e uomo (Prusa et al 
2003) e recentemente anche nel cane (Choi et al 2010), in questo lavoro, a differenza 
degli altri i campioni sono stati tutti recuperati al momento del parto, non a seguito di 
amniocentesi o cesareo. In tutte le specie citate le cellule sono state isolate dopo 
centrifugazione semplice delle aliquote di liquido amniotico e sospensione del pellet 
ottenuto con terreno di coltura. Anche nella specie equina così come in quella umana 
(Olver e Strang 1974; Mescher et al 1975), la quantità di urina presente nel liquido 
amniotico aumenta durante la gravidanza (Holdstock et al 1995), così come testimoniato 
dalla presenza di detriti composti da mucoproteine e depositi di sali minerali, 
specialmente fosfato di calcio (Ginther et al 1979). Per ridurre quindi la presenza di 
cristalli minerali, che possono ledere la membrana cellulare, i campioni di liquido 
amniotico dopo un primo lavaggio con PBS sono stati centrifugati su gradiente di Percoll 
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70%. In medicina umana questo procedimento non si rende necessario dato che i 
campioni vengono prelevati al momento dell’amniocentesi, quindi nel primo trimestre di 
gravidanza quando ancora l’urina non è presente nel liquido amniotico; non sono riportati 
in letteratura dati sull’isolamento di cellule staminali da campioni di liquido amniotico 
prelevati prima della rottura degli invogli fetali al momento del parto. Negli studi 
effettuati su liquido amniotico di pecora (Kaviani et al 2001), maiale (Sartore et al 2005) 
e cane (Choi e t al 2010), nonostante i prelievi vennero eseguiti durante parto cesareo a 
fine gravidanza, gli Autori non riportarono la necessità di utilizzare un gradiente di 
densità al fine di eliminare i cristalli urinari, probabilmente perché in concentrazione 
inferiore rispetto a quelli presenti nella specie equina. La percentuale di isolamento delle 
cellule con morfologia fibroblasto simile è stata pari al 70%; il tempo di duplicazione 
delle cellule isolate è stato in media pari a 2,3±1,0 giorni per i passaggi P0-P8, 
statisticamente inferiore rispetto a quello delle cellule isolate sia da midollo osseo che da 
sangue cordonale coltivate nelle medesime condizioni (3,2±1,5; 2,6±1,3). Il tempo di 
duplicazione delle MSCs isolate da liquido amniotico è invece risultato statisticamente 
superiore rispetto a quello delle cellule isolate da Wharton’s Jelly e tessuto adiposo 
(2,0±0,6; 1,3±0,7). Rispetto al tempo di duplicazione delle cellule isoalte da liquido 
amniotico umano, pari a 20-24 ore (Tsai et al 2004), quello delle cellule da noi isolate è 
risultato di gran lunga superiore; questo potrebbe essere imputabile non solo alle 
condizioni di coltura, ma anche al momento in cui è stato effettuato il prelievo. Le cellule 
isolate da campioni di liquido umano infatti, essendo fatti i prelievi nel primo trimestre di 
gravidanza, potrebbero essere ad uno stadio più precoce rispetto a quelle isolate nel 
presente studio.  
Indubbiamente uno dei limiti principali del lavoro effettuato è stato dato dalle 
contaminazioni di muffe e batteri, verificatesi a seguito dell’ambiente non sterile in cui 
172 
 
sono stati prelevati i campioni, quale è la scuderia, in cui, a differenza di una sala parto, o 
di una sala operatoria, paglia, fieno e materiale fecale costituiscono un pabulum perfetto 
per la proliferazione di muffe e batteri. Passeri et al (2009), riuscirono ad evitare le 
contaminazioni di colture cellulari da Wharoton’s Jelly immergendo il campione in 
terreno (RPMI-1640. Invitrogen, CA, USA) addizionato con il 5% di una soluzione di 
penicillina/streptomicina e 2% anfotericina per 24h a 4°C. Nel nostro studio, invece il 
problema è stato affrontato immergendo il cordone in soluzione di alcool etilico al 70% 
per 10 minuti. Nel caso del sangue cordonale, la percentuale di contaminazione dei 
campioni è stati del 12,5%, inferiore rispetto a quella riportata da Koch et al (2007), pari 
al 25%. Le percentuali di contaminazioni maggiori presentate dal liquido amniotico 
(30%) e dal Wharton’s Jelly (33,3%), potrebbero essere dovute al fatto che i prelievi sono 
stati eseguiti, nel primo caso, subito dopo che la membrana amniotica ha preso contatto 
con la zona perineale e i batteri e le muffe presenti si sono dimostrati resistenti alla 
quantità di penicillina/streptomicina impiegata nel liquido di lavaggio e nel terreno di 
coltura. Negli altri studi effettuati in ambito animale, le cellule sono state isolate da 
campioni prelevati in un ambiente sterile quale la sala operatoria e non in condizioni di 
campo, come quelle del presente studio, che si pone quindi come assoluta novità sia per 
scopi che per metodi per quanto concerne l’isolamento di cellule staminali mesenchimali 
dal liquido amniotico equino. Nel caso della matrice cordonale invece i prelievi sono stati 
eseguiti dopo rottura del cordone ombelicale, quando questo aveva già preso contatto con 
la paglia, in alcuni casi il trattamento con etanolo al 70%, effettuato dopo conservazione 
del campione per diverse ore, non è stato sufficiente a debellare batteri e le muffe 
contaminanti in tutti i casi. 
In questo studio, oltre all’isolamento, è stata dimostrata anche la capacità 
differenziativa delle cellule provenienti da tutte e tre le fonti (liquido amniotico, sangue e 
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matrice cordonale) in senso condrogenico, osteogenico e adipogenico. La scelta di queste 
linee di differenziazione è stata fatta sia sulla base dei principi stabiliti dall’International 
Society for Cytotherapy, secondo cui le cellule staminali mesenchimali sono definite tali 
qualora, oltre a crescere in colture aderenti alle piastre, vadano incontro a 
differenziazione in queste tre linee cellulari (Dominici et al 2006). La differenziazione 
osteogenica e condrogenica sono state inoltre effettuate nell’ottica di una futura 
applicazione clinica delle suddette cellule. Tutte e tre le linee isolate sono andate incontro 
a differenziazione osteogenica, condrogenica e adipogenica, come dimostrato dalle 
colorazioni effettuate dopo 21 giorni di coltura in medium appositi. Mentre non sembrano 
esservi ingenti differenze circa la differenziazione condrogenica e osteogenica, a seguito 
di colorazione con Oil Red O, il sangue cordonale sembra andare incontro ad una 
maggiore differenziazione adipogenica rispetto a matrice cordonale e liquido amniotico, 
caratterizzata da un maggior accumulo di vacuoli lipidici. Le linee cellulari isolate sono 
inoltre state sottoposte ad caratterizzazione molecolare con alcuni markers specifici di 
staminalità mesenchimali. Non esistendo markers specifici per la specie equina, la prova 
è stata svolta con markers normalmente impiegati per la caratterizzazione di cellule 
umane. Le cellule sono risultate positive per CD90, CD44 e CD105, e negative per 
markers di staminalità tipicamente emopoietici quali CD34, CD14 e CD45. È risultata 
negativa anche l’espressione di CD73, che però, a differenza degli altri antigeni non ha 
dimostrato una cross-reazione ottimale con le cellule equine, quindi la sua negatività 
potrebbe non  essere significativa. 
La ricerca di trattamenti che facilitino la guarigione delle piaghe cutanee sta 
rivestendo un sempre maggior  interesse anche i medicina equina, data la frequenza con cui 
si verificano e la loro incidenza non solo in termini clinici ma anche economici. La piaga 
cutanea è un fenomeno fisiologico che prende inizio con la perdita din integrità della cute 
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che genera una soluzione di continuo, con coinvolgimento degli strati sottostanti e 
dipendente da una serie di reazioni classicamente separate in quattro fasi: infiammazione, 
deterioramento, riparazione e maturazione (Bertone 1989; Fitch e Swaim 1995). Molti 
sono i fattori che influenzano la guarigione dopo lesione traumatica o chirurgica, quali età 
del soggetto, malnutrizione e patologie endocrine, quale può essere il diabete nell’uomo. 
Nel cavallo, sia adulto che puledro, le lesioni cutanee che principalmente diventano piaghe 
sono quelle a livello di arti anteriori e posteriori, portando a deterioramento dell’intero 
stato di salute dell’animale (Dyson 1997). Infatti, data la distanza esistente tra tronco e 
porzione distale degli arti, il circolo ematico a questo livello risulta essere molto ridotto, 
con conseguente basso apporto di ossigeno ai tessuti, riduzione della temperatura e 
mancanza di fattori di crescita (Dyson 1997). Questa condizione risulta ulteriormente 
amplificata nei puledri con setticemia in cui il rilascio incontrollato di mediatori endocrini, 
determina una precipitazione a cascata del metabolismo cellulare e alterazioni 
emodinamiche che culminano con il collasso di più organi e la formazione di piaghe 
cutanee per la mancanza di ossigeno e fattori di crescita. Questi ultimi risultano essere di 
fondamentale importanza per la ricostruzione tissutale, in quanto stimolano la 
proliferazione e differenziazione cellulare e la produzione di matrice extracellulare (Steed, 
1998; Komarcevic, 2000). I trattamenti da applicare in caso di piaghe cutanee devono 
avere come fine quello di fornire fattori di crescita stimolanti la rigenerazione cellulare. Le 
piastrine costituiscono una fonte ricca di fattori di crescita fondamentali per la riparazione 
tissutale (Dugrillon e Kluter 2002) in quanto stimolano l’angiogenesi e promuovono 
proliferazione di fibroblasti che porta ad un incremento del collagene (Robson 1997; Marx 
2004). Il plasma arricchito di piastrine (PRP) si è dimostrato essere un prodotto sicuro al 
100%, perché prodotto con il sangue del soggetto da trattare; il gel di piastrine si ottiene 
mediante lisi piastrinica a seguito del contatto con gluconato di calcio e trombina. La lisi 
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piastrinica porta alla liberazione dei fattori di crescita, quali TGF-β (transforming growth 
factor), EGF (epidermal growth factor), VEGF (vascular endothelial growth factor), 
tromboplastina piastrinica, fattori di coagulazione, calcio, serotonina, istamina e enzimi 
idrolitici (Harrison e Cramer 1996). Carter et al (2003) e De Rossi et al (2009), hanno 
dimostrato come l’applicazione di gel piastrinico su piaghe sperimentalmente indotte in 
arti di cavalla adulti determinerebbe una riduzione del tempo di guarigione e una maggior 
deposizione di collagene evidenziabile con l’istologia. Carter et al (2003) inoltre 
evidenziarono come il PRP anche in assenza di trattamento antibiotico, non determinasse 
la comparsa di infiammazione, che porta solitamente a cicatrice esuberante o di infezione 
batterica; gli Autori, infatti osservarono come utilizzando PRP su piaghe cutanee areate, i 
fattori di crescita e i successive eventi cellulo-mediati fossero indirizzati verso 
un’accelerazione della differenziazione cellulare in epidermide e una organizzazione del 
collagene in assenza di una prolungata reazione infiammatoria. Diversi studi sono stati fatti 
in medicina umana sull’applicazione di gel di aloe su piaghe cutanee, prevalentemente 
indotte da radioterapia. Sembrerebbe infatti che i polisaccaridi contenuti nel gel inducano 
un’accelerazione dei processi di riparazione cutanea anche a seguito della loro azione 
antiinfiammatoria, antibatterica e immunomodulatrice (Hamman 2008). Recentemente in 
medicina umana, l’interesse dei ricercatori si sta indirizzando verso l’impiego di cellule 
staminali mesenchimali nel trattamento di piaghe cutanee quali quelle da decubito o 
diabete (Wu et al. 2007; Lataillade et al. 2007; Vojtassák et al. 2006). Le cellule infatti 
produrrebbero sostanze bioattive in grado di accelerare la rigenerazione tissutale (Fu e Li 
2009). In medicina equina non esistono lavori in letteratura circa l’impiego di cellule 
staminali mesenchimali in piaghe cutanee. Per la prima volta in questo studio sono state 
applicate cellule staminali mesenchimali isolate da liquido amniotico su piaghe 
sviluppatesi sugli arti di un puledro neonato affetto da setticemia. Il trattamento con MSCs 
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associate a PRP è stato confrontato con l’applicazione su altre piaghe dello stesso soggetto 
di solo PRP e il gel di aloe. La percentuale media di regressione è risultata superiore nella 
piaga a carico del garretto destro trattata con MSCs e PRP. Anche se ad eccezione della 
piaga trattata con MSCs e PRP sulla quale erano presenti isole epiteliali (Fig.2.15), si sono 
formate escare superficiali, nessuna delle piaghe trattate ha presentato segni di reazione 
infiammatoria. Armstrong e Ferguson (1995) e Cowin et al (1998), dimostrarono infatti 
come una delle caratteristiche principali delle piaghe nel puledro sia la mancanza di 
reazione infiammatoria; per questo motivo, come già dimostrato da McCallion e Ferguson 
(1995), nessuna delle piaghe trattate ha dato origine a reazioni cicatriziali esuberanti, anche 
se, mentre la piaga trattata con MSCs+ PRP è esitata in una cicatrice lineare, nelle altre 
piaghe era presente la stella cicatriziale, e addirittura a sette mesi di distanza dal primo 
trattamento con gel di aloe, sul carpo sinistro era ancora presente una piaga di 0,5 cm2. La 
mancanza di una reazione infiammatoria sulla piaga trattata con MSCs e PRP conferma 
quanto già ipotizzato da DeCoppi et al (2007) circa la ridotta immunogenicità delle cellule 
isolate da liquido amniotico e il possibile utilizzo di queste cellule per trapianti eterologhi. 
Inoltre, dato che anche il gel piastrinico in questo caso era eterologo, essendo stato 
prodotto dal sangue venoso materno, la mancanza di reazione infiammatoria porterebbe a 
confermare la sicurezza di questo prodotto anche per impiego eterologo.  
 
Fig.2.15. Piaga a carico del garretto 
destro, trattata con cellule staminali 
mesenchimali e PRP. Le freccie 
indicano le isole di tessuto epiteliale, 
segno di rigenerazione tissutale. 
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Fino ad ora la maggior parte delle terapie cellulari nel cavallo è stata effettuata mediante 
impiego di cellule derivate da tessuto adiposo e midollo osseo; in un prossimo futuro, 
banche di cellule derivanti da LA, SC e WJ potrebbero fornire una ricca e conveniente 
risorsa sia per la terapia eterologa che autologa. Rimane comunque da stabilire se in tutti e 
tre i casi, eventuali stati patologici del feto possano determinare anomalie anche nelle 
cellule staminali isolate.  
 
2.5 Conclusioni 
Questo studio ha permesso di sviluppare protocolli efficaci di isolamento e 
differenziazione, condrogenica, osteogenica ed adipogenica, di cellule staminali 
mesenchimali a partire da tessuti extra-embrionali, quali sangue cordonale, gelatina di 
Wharton e, per la prima volta nella specie equina, anche liquido amniotico. I risultati 
ottenuti evidenziano l’esistenza di fonti alternative di cellule multipotenti che consentono, 
tramite un approccio non invasivo, lo sfruttamento di materiale altrimenti considerato di 
scarto. Grazie alle potenzialità differenziative dimostrate in vitro, le cellule isolate 
sembrano riservare grandi promesse nel campo dell’applicazione clinica in cavalli affetti 
da infermità ortopediche. Anche se sono necessari studi su un maggior numero di soggetti, 
i risultati soddisfacenti ottenuti dopo applicazione di cellule staminali mesenchimali isolate 
da liquido amniotico su piaghe di un puledro affetto da setticemia, porterebbero ad 
ipotizzare un possibile impiego di queste cellule, eterologhe o autologhe, nel trattamento 
non solo delle patologie muscolo-scheletriche. 
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3. ISOLAMENTO, DIFFERENZIAZIONE E CARATTERIZZAZIONE DI CELLULE 
STAMINALI MESENCHIMALI DA LIQUIDO AMNIOTICO E ALLANTOIDEO, 
INVOGLI FETALI ED ENDOMETRIO NEL GATTO DOMESTICO. 
 
3.1 Materiali e metodi 
 
3.11 Prelievo dei campioni e isolamento delle cellule 
I campioni di liquidi fetali, membrane fetali e endometrio sono stati prelevati da uteri 
di 5 gatte gravide afferenti al Servizio di Riproduzione Animale, Dipartimento Clinico 
Veterinario, per l’esecuzione di ovarioisterectomia. Le procedure sono state effettuate in 
accordo con il DL 116/92, e previa approvazione del Comitato Etico dell’Università di 
Bologna e del Ministero della Salute. Il range di età dei feti era compreso fra 18-35 giorni 
di gestazione, valutato in base alle dimensioni del feto stesso. 
Tutti i reagenti utilizzati sono stati acquistati presso Sigma-Aldrich (Saint Louis, 
MO, USA) se non diversamente specificato. Tutte le plastiche impiegate sono state invece  
acquistate presso Sartstedt Inc. (Newton, NC, USA). 
Dal’utero con feti di 18 giorni, non essendo ancora evidenti gli involgi e i liquidi 
fetali, sono stati prelevati campioni di liquido e sacco vitellino. Il liquido vitellino, 
aspirato con siringa sterile da 2,5 ml, è stato diluito 1:1 con PBS addizionato con 
antibiotici e sottoposto a centrifugazione a 700 rpm per 6 minuti. Una volta eliminato il 
surnatante, il pellet è stato diluito con medium di coltura 
(DMEM/TCM119+10%FBS+antibiotici) e le cellule contate con emocitometro. La 
membrana vitellina è stata tagliata in piccoli pezzi e sottoposta a digestione con una 
soluzione allo 0.1% di collagenasi (GIBCO®, Invitrogen Corporation, Carlsbad, 
California, USA) in PBS (1ml di soluzione/1g di campione). Il campione è stato quindi 
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posto a bagnomaria a 37°C per 1 ora. Dopo questo periodo di tempo, la collagenasi è 
stata inattivata mediante aggiunta di PBS addizionato con 10% FBS; la soluzione è stata 
quindi, diluita 1:1 con terreno di coltura e centrifugata a 1500 rpm per 10 minuti. Il pellet 
così ottenuto è stato lavato per tre volte usando il medesimo terreno mediante 
centrifugazione a 1500 rpm per 10 min. Al termine dell’ultimo lavaggio, dopo 
eliminazione del surnatante, il pellet di cellule è stato diluito con 1 ml di medium di 
coltura e le cellule sono state contate con emocitometro. 
Per quanto riguarda i quattro uteri con feti di 25-35 giorni, le camere gestazionali 
sono state separate dall’endometrio, quindi sono stati prelevati mediante siringhe sterili 
da 2,5 ml il liquido allantoideo di colore giallo, e amniotico di colore trasparente; questi 
sono stati diluiti 1:1 con PBS supplementato con antibiotici e sottoposti a centrifugazione 
a 700 rpm per 6 minuti. Una volta eliminato il surnatante, i pellet sono stati diluiti con 
medium di coltura (DMEM/TCM119+10%FBS+antibiotici) e le cellule contate con 
emocitometro. Sono quindi state separate la membrana amniotica, più interna e a contatto 
con il feto, e l’allanto-corion, che si trova ai lati della placenta zonata. Dopo essere state 
tagliate in piccoli pezzi, le due membrane sono state sottoposte a digestione enzimatica 
con una soluzione allo 0.1% di collagenasi (GIBCO®, Invitrogen Corporation, Carlsbad, 
California, USA) in PBS (1ml di soluzione/1g di campione). I campioni sono stati quindi 
posti a bagnomaria a 37°C per 1 ora. Dopo questo periodo di tempo, la collagenasi è stata 
inattivata mediante aggiunta di PBS addizionato con 10% FBS; la soluzione è stata 
quindi, diluita 1:1 con terreno di coltura e centrifugata a 1500 rpm per 10 minuti. Il pellet 
così ottenuto è stato lavato per tre volte usando il medesimo terreno mediante 
centrifugazione a 1500 rpm per 10 min. Al termine dell’ultimo lavaggio, dopo 
eliminazione del surnatante, il pellet di cellule è stato diluito con 1 ml di medium di 
coltura e le cellule sono state contate con emocitometro. Per l’isolamento delle cellule 
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endometriale, la superficie uterina è stata raschiata con una lama da bisturi all’interno di 
una piastra Petri di 100 mm di diametro, e il materiale ottenuto è stato quindi posto in una 
provetta da 5 ml con 1 ml di una soluzione 0.1% di collagenasi (GIBCO®, Invitrogen 
Corporation, Carlsbad, California, USA) in PBS. I campioni sono stati quindi posti a 
bagnomaria a 37°C per 1 ora. Dopo questo periodo di tempo, la collagenasi è stata 
inattivata mediante aggiunta di PBS addizionato con 10% FBS; la soluzione è stata 
quindi, diluita 1:1 con terreno di coltura e centrifugata a 1500 rpm per 10 minuti. Il pellet 
così ottenuto è stato lavato per tre volte usando il medesimo terreno mediante 
centrifugazione a 1500 rpm per 10 min. Al termine dell’ultimo lavaggio, dopo 
eliminazione del surnatante, il pellet di cellule è stato diluito con 1 ml di medium di 
coltura e le cellule sono state contate con emocitometro. 
 
3.1.2 Espansione cellulare in vitro 
Per tutte e tre le linee cellulari, le cellule primarie sono state seminate in flask da 25 
cm2 ad una densità di 5 x 104 cellule per cm2 e incubate in atmosfera umidificata a 38.5°C 
in 5% CO2. Il terreno di coltura è stato cambiato per la prima volta dopo 48 ore e 
successivamente due volte a settimana fino ad ottenere una confluenza cellulare pari 
all’80%. A questo punto le cellule sono state staccate dalla flask mediante digestione 
enzimatica con una soluzione allo 0.05 % di tripsina; dopo un tempo massimo di 10 
minuti, la tripsina è stata inattivata mediante aggiunta di 5ml di medium di coltura 
addizionato 10% di FBS, quindi la soluzione cellulare ottenuta è stata posta in provette da 
10 ml e centrifugata per 6 minuti a 700 rpm. Una volta eliminato il surnatante, il pellet è 
stato diluito con 1 ml di terreno di coltura, le cellule contate con un emocitometro e 
riseminate come “Passaggio 1” (P1) ad una densità di 25 x 103 cellule/cm2. Per i passaggi 
successivi le cellule sono state poste in flask da 25 cm2 a 25x 103/cm2 e lasciate 
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moltiplicare per 6/7 giorni fino al raggiungimento di una confluenza del 90% prima della 
tripsinizzazione e successivo passaggio. Il tempo di duplicazione cellulare, il numero di 
duplicazioni cellulari e il tempo di coltura cellulare sono stati calcolati per ogni passaggio 
utilizzando le due formule seguenti (Vidal et al., 2007):  
CD = ln (Nf / Ni) / ln (2)                                      (1) 
DT = CT / CD                                         (2) 
I dati sono stati espressi come media ± deviazione standard e non è stato possibile 
analizzarli mediante ANOVA per l’esiguità del numero dei campioni di alcune linee 
cellulari. 
 
3.1.3 Differenziazione in vitro 
 
3.1.3.1 Differenziazione condrogenica 
Le cellule espanse al passaggio P3 dopo lavaggio con PBS, sono state sottoposte a 
tripsinizzazione e successiva centrifugazione a 700 rpm per 6 minuti. Dopo conta 
cellulare, 5 x 103 cellule/cm2 sono state risospese in 2 ml di medium di coltura e poste in 
piastre 6 well in incubatore a 38.5°C in atmosfera umidificata al 5% CO2 per 24 ore al 
fine di ottenere l’adesione cellulare. Dopo questo periodo di tempo il medium è stato 
sostituito con medium da differenziazione condrogenica consistente in TCM199/DMEM, 
100 UI/ml di penicillina, 100 µg/ml di streptomicina, 6.25 µg/ml di insulina, 50 nM di 
acido ascorbico, 0.1 µM di desametazone, 10 ng/ml hTGF-β1 (PeproTech, UK) e 1% 
FBS (Mizuno e Hyakusoku, 2003). Le cellule sono quindi state coltivate in monostrato a 
38,5°C al 5% di CO2 per 21 giorni e il medium da differenziazione è stato cambiato 
completamente due volte a settimana. Passate le tre settimane di coltura, le cellule sono 
state fissate in formalina al 10% per un’ora a temp
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stato effettuato un lavaggio con acqua demineralizzata e le cellule sono state colorate con 
una soluzione in acido acetico di Alcian Blu (1% in una soluzione al 3% di acido acetico; 
pH 2.5) per 15 minuti a temperatura ambiente. Dopo questo tempo la soluzione di Alcian 
Blu è stata rimossa e le cellule lavate per tre volte con una soluzione di acido acetico al 
3% al fine di eliminare i residui di colorante. La colorazione impiegata colora in blu i 
depositi di glicosaminoglicani intra ed extra cellulari caratteristici della condrogenesi.  
 
3.1.3.2 Differenziazione osteogenica 
Le cellule espanse al passaggio P3 sono state lavate con PBS, sottoposte a 
tripsinizzazione e successiva centrifugazione. Una volta diluito il pellet ottenuto con 1 ml 
di medium da coltura e contate le cellule, queste sono state poste in piastre 6 well alla 
densità di 5 x 103 cellule/cm2 in 2 ml di terreno di coltura per 24 ore al fine di ottenere 
l’adesione cellulare. Passato questo tempo, il terreno è stato sostituito con medium da 
differenziazione consistente in TCM199/DMEM, 100 UI/ml di penicillina, 100 µg/ml di 
streptomicina, 10% di FBS, 10 mM di β-glicerofosfato, 0.1 µM di desametazone, 50 µM 
di acido ascorbico (Mizuno e Hyakusoku, 2003). Le cellule sono state coltivate, a 38.5°C 
in atmosfera umidificata al 5% CO2, in monostrato per tre settimane e il medium è stato 
completamente cambiato due volte a settimana. 
L’avvenuta osteogenesi, caratterizzata dai depositi di calcio, è stata evidenziata 
dopo tre settimane di coltura utilizzando la colorazione di von Kossa e Alizarin Red. Per 
la colorazione di von Kossa, le cellule sono state fissate in una soluzione di formalina al 
10% per un’ora a temperatura ambiente, quindi lavate con acqua bidistillata, ricoperte 
con una soluzione al 5% di nitrato di argento e successivamente esposte alla luce gialla 
per 15 minuti. I depositi di calcio fosfato si colorano di nero. Per effettuare la colorazione 
Alizarin Red, le cellule sono invece state fissate per un’ora a temperatura ambiente in una 
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soluzione di etanolo al 70%; successivamente sono state lavate con acqua bidistillata 
quindi ricoperte con una soluzione al 2% di Alizarin Red per 30 minuti. Dopo 4 lavaggi 
con acqua bidistillata, i depositi di calcio si colorano di arancione-rosso. 
 
3.1.3.2 Differenziazione adipogenica 
Al passaggio P3 di coltura, le cellule, dopo tripsinizzazione e successiva 
centrifugazione sono state poste in piastre 6 well ad una densità di  5 x 103 cellule/cm2 in 
2 ml di medium di coltura per 24 ore per far sì che le cellule aderissero alla piastra. Dopo 
24 ore il medium è quindi stato sostituito con terreno da differenziazione adipogenica 
costituito da TCM199/DMEM, 100 UI/ml di penicillina, 100 µg/ml di streptomicina, 
15% di siero di coniglio, 1 µM di desametazone, 0.5 mM di isobutil-metilxantina, 10 mM 
di insulina, 0.2 mM di indometacina, (Mizuno e Hyakusoku 2003; Koch et al 2007). Le 
cellule sono state coltivate in monostrato a 38.5°C in atmosfera umidificata al 5% di CO2. 
Dopo 74 ore, il medium è stato sostituito da medium nuovo privo di isobutil-
metilxantina, e successivamente le cellule sono state mantenute in coltura per 21 giorni e 
il terreno sostituito 2 volte a settimana (Schuh et al 2009). Dopo questo periodo di tempo 
le cellule sono state fissate con una soluzione al 10% di formalina per 1 ora a temperatura 
ambiente, quindi lavate con acqua bidistillata e successivamente con isopropanolo al 60% 
per 5 minuti e quindi colorate con una soluzione di Oil Red O (0.3% in isopropanolo 
60%) per 5 minuti. Passato questo tempo la soluzione di colorante è stata rimossa, le 
cellule lavate con acqua bidistillata. I vacuoli lipidici vengono colorati in rosso. 
 
3.1.4 Caratterizzazione molecolare 
Una volta raggiunto il passaggio P3, le cellule sono state inoltre sottoposte a 
caratterizzazione molecolare. Per questo sono state lavate con PBS e staccate dalla 
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superficie cellulare mediante a tripsinizzazione per massimo 10 minuti; successivamente 
la tripsina è stata isolata con PBS+10% FBS, e le cellule sono state lavate mediante 
centrifugazione a 600 rpm per 5 minuti per due volte. Dopo l’eliminazione del surnatante, 
il pellet è stato sospeso in 100 µl di Intraprep Kit Reagent 1 (Beckman Coulter, Miami, 
FL, USA) e incubato per 15 minuti a temperatura ambiente. Successivamente sono stati 
aggiunti 4 ml di PBS e la soluzione è stata centrifugata a 600 rpm per 5 min. Il pellet di 
cellule ottenuto, risospeso in 100 µl di PBS è stato incubato per 20 minuti a temperatura 
ambiente con anticorpi CD105, CD90, CD44, CD45, CD34, CD14 e CD73 direttamente 
coniugati con FITC, PE o APC (Beckman Coulter, Miami, FL, USA). Sono stati utilizzati 
appropriati isotopi coniugati di controllo (Beckman Coulter, Miami, FL, USA). Dopo 
colorazione, le cellule sono state lavate per due volte con PBS e l’intensità della 
fluorescenza è stata valutata con citofluorimetro dotato di doppio laser FC500 (Beckman 
Coulter, Miami, FL, USA) e i risultati successivamente analizzati con programma CXP. 
 
3.2 Risultati 
Nel presente studio da un campione di liquido vitellino di 2,5 ml e da 1,2 g di 
membrana vitellina di feti di 18 giorni, sono state isolate colonie di cellule con la classica 
morfologia fibroblasto-simile delle cellule staminali mesenchimali. A causa di una 
accidentale contaminazione da muffe, è stato possibile mantenere in coltura le cellule 
isolate dal sacco vitellino solo per 2 passaggi consecutivi; il tempo di duplicazione delle 
popolazioni è risultato in media pari a 1,8±1,7 giorni e il numero totale di duplicazioni 
cellulari è stato di 13,7 (Fig.3.1a, b). Per quanto riguarda invece il liquido vitellino le 
cellule sono state mantenute in coltura fino al passaggio 8; il tempo di duplicazione 
cellulare è risultato in media di 2,8±1,4 giorni e il numero totale di duplicazioni cellulari 












          
   
 





Per quanto riguarda la membrana amniotica, i campioni in media erano di 0,73g 
(range 0,2-1,3); l’isolamento di cellule fibroblasto-simili è stata possibile in tutti e due i 
campioni utilizzati.  Il tempo di duplicazione rilevato è stato pari a 2,8±3,2 giorni, mentre 








I grammi di membrana allantoidea a disposizione sono stati in media 2,1 (range 
0,3-3,4) ed è stato possibile isolare cellule con morfologia fibro-blasto simile da tutti 
campioni impiegati. Le cellule sono state caratterizzate da un tempo di duplicazione 
cellulare di 2,0±1,0 (Fi.g3.3a). In 1/3 campioni le cellule dapprima adese sono andate 
incontro a morte prima di poter effettuare il primo passaggio, dopo l’aggiunta di 
antimicotico al terreno di coltura, mentre in 1/3 è stata possibile la coltura in vitro fino al 
passaggio 1 a causa di una contaminazione con muffe; solo le cellule isoalte da 1/3 
campioni sono state mantenute in coltura fino al passaggio 8, con un numero di 
duplicazioni totali di 48,9 (Fig.3.3b).  










Fig. 3.3: Caratteristiche di crescita in vitro delle cellule mesenchimali isolate dalla membrana allantoidea di gatto 
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I volumi di liquido amniotico ed allantoideo utilizzati sono stati rispettivamente di 
12,3 ml (range 4,5-20) e 23,1 (range 6-60); in tutti campioni è stato possibile effettuare 
l’isolamento di colonie di cellule fibroblasto-simili. Il tempo di duplicazione delle linee 
cellulari isolate è stato rispettivamente di 1,5±0,6 e 1,9±1,0 (Fig.3.4a,c). Per quanto 
riguarda le cellule di liquido allantoideo, al passaggio 7 il numero di passaggi cellulari è 
risultato di 44,5±2,7 (Fig.3.4b). Dei due campioni di liquido amniotico, solo uno è stato 
mantenuto in coltura fino al passaggio 5, mentre l’altro ha subito una contaminazione da 
muffe. Il numero di duplicazioni cellulari delle cellule isolate da liquido amniotico è stato 














Da tutti e quattro i campioni di tessuto endometriale sono state invece isolate 
cellule dalla forma cubica e non allungata fibroblasto simile;è inoltre stato possibile 
mantenere in coltura solo 1/4 campioni, mentre negli altri le cellule al passaggio 1 e 3 
non sono più state in grado di replicarsi. Il tempo di duplicazione cellulare di questa linea 
è stato di 5,8±6,1 giorni, mentre il numero di duplicazioni cellulari al passaggio 6 è 
risultato pari a 21,2 (Fig.3.5a,b). 















Dato l’unico caso ottenuto e la contaminazione, non è stato possibile effettuare la 
differenziazione e caratterizzazione delle cellule isolate da liquido e sacco vitellino. Dopo 
tre settimane di coltura in medium da differenziazione condrogenica, osteogenica e 
adipogenica, le cellule isolate da liquido amniotico e allantoideo, da membrana amniotica 
e allantoidea sono risultate positive per le colorazioni Alcian Blu, Von Kossa e Alizarin 
Red e Oil Red O (Fig.3.6a,b,c,d), a differenza delle stesse cellule coltivate in medium di 
coltura standard (Fig.3.6e,f,g,h).  Le cellule isolate da endometrio, dopo tre settimane di 
coltura in medium da differenziazione, sono invece risultate negative alle colorazioni per 
glicosaminoglicani, sali di calcio e vacuoli lipidici, non presentando alcuna differenza 
rispetto a quelle coltivate in medium di coltura standard. 















L’espressione di un numero di markers associati con cellule staminali 
mesenchimali è stata valutata mediante impiego di citofluorimetria su tutte le linee 
cellulari isolate. Queste, fatta eccezione per le cellule isolate da endometrio, hanno 
mostrato espressione di markers di staminalità mesenchimale quali CD90, CD44 e 
CD105, mentre sono risultate negative per markers di staminalità tipicamente emopoietici 
quali CD34, CD14 e CD45 (Fig.3.7; Fig.3.8). 
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Fig.3.6: Differenziazione in vitro di MSCs isolate da liquidi e invogli fetali di gatto. (a) induzione condrogenica: 
dopo tre settimane di coltura in medium di differenziazione,  cellule positive alla  colorazione con Alcian Blu 
(MSCs Liquido allantoideo) (Microscopio Nikon Eclipse TE2000-U; x20); (b) induzione osteogenica: cellule 
positive alla colorazione di von Kossa (x20) (MSCs Membrana corion-allantoidea); (c) induzione osteogenica: 
dopo tre settimane in medium di differenziazione: cellule positive a colorazione Alizarin Red (x20) (MSCs 
Membrana amniotica); (d) induzione adipogenica: dopo 21 giorni di coltura in medium da differenziazione le 
cellule mostrano evidenti vacuoli positivi alla colorazione Oil Red O (x20) (MSCs Liquido amniotico); (e) 
controllo: dopo tre settimane in un medium di coltura standard, le cellule hanno mantenuto una morfologia 
classica e risultano negative alla colorazione con Alcian Blu (x20) (MSCs Liquido allantoideo); (f) induzione 
osteogenica: controllo: cellule negative alla colorazione di von Kossa (x20) (MSCs Membrana corion-
allantoidea); (g) controllo: dopo 21 giorni in medium di coltura standard: cellule negative alla colorazione 
Alizarin Red (x20) (MSCs Membrana amniotica); (h) controllo: cellule negative alla colorazione Oil Red O 








Fig.3.7: Analisi citofluorimetrica 
dell’espressione proteica di MSCs isolate da 
invogli e liquidi fetali di gatto marcate con 
anticorpi verso gli antigeni CD14, CD34, 
CD45,CD90, CD105, CD73 e CD44. Gli 
istogrammi ombreggiati indicano il controllo; gli 
istogrammi bianchi la reazione positiva con 
l’anticorpo indicato. Gli istogrammi 
rappresentano il numero relativo di cellule vs 








Mentre nell’uomo (De Coppi et al 2007; Magatti et al 2008), ed ultimamente anche 
nel cane (Choi et al 2010), gli invogli e i liquidi fetali sono al centro delle più recenti 
Fig.3.8: Analisi citofluorimetrica 
dell’espressione proteica di cellule isolate da 
endometrio di gatto marcate con anticorpi verso 
gli antigeni CD14, CD34, CD45,CD90, CD105, 
CD73 e CD44. Gli istogrammi ombreggiati 
indicano il controllo; gli istogrammi bianchi la 
reazione positiva con l’anticorpo indicato. Gli 
istogrammi rappresentano il numero relativo di 
cellule vs l’intesità della fluorescenza. 
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ricerche quali fonti alternative di cellule staminali, per le specie felina non ne esistono 
studi riportati in letteratura. In questo studio, l’allanto-corion, l’amnion, il liquido 
amniotico e allantoideo e l’endometrio sono stati utilizzati quali possibili fonti alternative 
di MSCs. Nella specie felina, così come nel cane, la placenta vera e propria, così detta 
zonata si estende, a mo di cintura, attorno al feto (Fig.3.9a), sull’allanto-corion che ha 
forma di sacco cilindrico, arrotondato alle estremità, liscio, sottile e traslucido (Fig.3.9b). 
L’amnion (Fig.3.9c) invece, relativamente vasto, si trova più internamente e la sua faccia 
esterna è separata dal corion dall’interposizione dell’allantoide. 
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Il liquido amniotico in esso contenuto aumenta progressivamente con il progredire 
della gravidanza, arrivando ad essere circa un terzo del peso fetale; il liquido allantoideo 
invece, di colore giallastro, raggiunge il volume massimo a metà gravidanza, per poi 
decrescere notevolmente soprattutto nella gatta (Barone 1994). Per queste conformazioni 
anatomiche, una volta in laboratorio gli uteri gravidi sono stati aperti, le camere 
gestazionali isolate e, dopo aspirazione del liquido allantoideo, l’allanto-corion è stato 
accuratamente separato dalla placenta zonata ricca in vasi e sangue. Successivamente si è 
provveduto all’aspirazione del liquido amniotico e all’isolamento dell’amnion. Da tutti 
gli invogli e liquido fetali sono state isolate cellule adese dalla morfologia fibroblasto 
simile, simili a quelle isolate nel 2002 da Martin et al da midollo osseo e nel 2008 da Jin 
et al da sangue cordonale. Le cellule isolate da endometrio hanno invece presentato una 
differente morfologia, tendenzialmente cubica. Anche se, dato l’esiguo numero di casi 
non è stata possibile un’analisi statistica dei dati, queste ultime cellule presentano 
comunque un tempo di duplicazione cellulare apparentemente superiore rispetto alle altre 
linee e un numero di duplicazioni cellulari inferiore. Gli stessi Autori Martin et al (2007) 
e Jin et al (2008) dimostrarono poi come le cellule isolate potessero andare incontro a 




differenziazione osteogenica, adipogenica e neurogenica. Nel presente studio, sono state 
valutate le potenzialità condrogeniche, adipogeniche e osteogeniche per stabilire la 
staminalità delle cellule isolate secondo i criteri proposti dall’ International Society for 
Cytotherapy (Dominici et al 2006). Le cellule isolate dai liquidi e dagli invogli fetali sono 
andate incontro a differenziazione in tutte e tre le linee dopo coltura per tre settimane in 
media opportunamente addizionati; le cellule endometriali coltivate in medium da 
differenziazione non hanno invece presentato alcuna differenza rispetto a quelle coltivate 
in medium di coltura standard. Nel presente studio inoltre, le cellule isolate sono state 
sottoposte a caratterizzazione molecolare. Non avendo a nostra disposizione markers 
specifici per la specie felina, come quelli impiegati da Jin et al (2008), sono stati utilizzati 
markers di staminalità solitamente impiegati per le linee cellulari di origine umana. Tutte 
le linee cellulari isolate, fatta eccezione per le cellule endometriali, sono risultate positive 
ai markers di staminalità mesenchimale CD90, CD44 e CD105, e negative per markers di 
staminalità tipicamente emopoietici quali CD34, CD14 e CD45. È risultata negativa 
anche l’espressione di CD73, che però, a differenza degli altri antigeni non ha dimostrato 
una cross reazione ottimale con le cellule feline, quindi la sua negatività potrebbe non  
essere significativa.  
 
3.4 Conclusioni 
Dai risultati ottenuti di evince quindi che, in questo studio, per la prima volta nel 
gatto, da invogli e liquidi fetali sono state isolate cellule staminali mesenchimali, mentre 
lo stesso, valutando i risultati ottenuti non si può dire circa le cellule isolate 
dall’endometrio, per le quali si rendono necessari ulteriori studi volti a migliorarne la 
tecnica di isolamento. Pur trattandosi di uno studio preliminare, possiamo affermare che i 
liquidi e gli invogli fetali di gatto, normalmente considerati scarti a seguito 
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ovarioisterectomia, possono invece essere considerati quali valide fonti alternative di 
cellule staminali mesenchimali. Pur essendo stata valutata in questo lavoro la potenzialità 
differenziativa di queste cellule in vitro, sono necessari studi circa la loro applicabilità in 
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